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1.1. Desarrollo Sostenible 
El término Desarrollo Sostenible fue utilizado por primera vez en 1987 en un informe 
realizado por la Comisión Mundial para el Medio Ambiente y Desarrollo encabezada por 
la exministra noruega Gro Harlem Brundtland.1 Este informe recibió el nombre de Nues-
tro Futuro Común y tuvo el propósito de analizar las políticas de desarrollo económico. 
Concluyó que con el actual desarrollo económico-social se está llevando a cabo a cambio 
de una destrucción medioambiental severa.  
“Esta Comisión cree que la humanidad puede construir un futuro que sea más próspero, 
más justo y más seguro”. “Vemos (…) la posibilidad de una nueva era de crecimiento 
económico que ha de fundarse en políticas que sostengan y amplíen la base de recursos 
del medio ambiente; y creemos que ese crecimiento es absolutamente indispensable para 
aliviar la gran pobreza que sigue acentuándose en buena parte del mundo en desarro-
llo”. 
Posteriormente, en 1992 se celebró la Cumbre de la Tierra en Río de Janeiro.2 En esta 
conferencia se alcanzó el acuerdo sobre la Convención Marco de las Naciones Unidas 
sobre el Cambio Climático, donde se indica: “los seres humanos constituyen el centro 
de las preocupaciones relacionadas con el desarrollo sostenible. Tienen derecho a una 
vida saludable y productiva en armonía con la naturaleza.” 
Cabe mencionar el importante papel de la comunidad científica y, en concreto de la quí-
mica en la búsqueda de la sostenibilidad. Es de suma importancia que redirijamos nues-
tros esfuerzos en la búsqueda del equilibrio entre el desarrollo y el cuidado medioam-
biental. Permitiendo de este modo que las generaciones actuales cubran sus necesidades 
sin comprometer el futuro de las próximas.  
1.2. Química Verde y los doce principios 
El termino de Química Verde fue acuñado por los profesores P. Anastas y J.C. Warner.3 
Éstos definieron que la Química Verde se fundamenta en 12 principios que deben ser 




la sostenibilidad del mismo, además de la viabilidad económica y tecnológica. Así pues, 
los doce principios de P. Anastas y J. C. Warner constituyen las herramientas para con-
seguir la sostenibilidad en un proceso químico. Estos principios son:  
1) Prevenir la formación de residuos. Resulta lógico pensar que es preferible evitar 
la formación de un residuo que tratar de eliminarlo una vez ya ha sido producido.  
2) Mejorar la Economía Atómica. Los métodos de síntesis deberán diseñarse de 
manera que maximicen la incorporación de los materiales utilizados en el pro-
ducto final.  
3) Diseñar procesos químicos sin riesgo. Los procesos químicos deben ser diseña-
dos para utilizar y generar sustancias que sean inocuas para la salud humana, así 
como para el medioambiente.  
4) Generar productos eficaces y seguros. Los productos químicos deben diseñarse 
de manera que mantengan su eficacia y al mismo tiempo deben reducir su toxi-
cidad.  
5) Reducir el uso de sustancias auxiliares. Se evitará, en la medida de lo posible, 
el uso de sustancias que no sean imprescindibles (disolventes, agentes de sepa-
ración, etc.) y en caso de que se utilicen serán inocuas. 
6) Diseñar procesos con eficiencia energética. Las necesidades energéticas de los 
procesos químicos serán catalogadas por su impacto medioambiental y econó-
mico reduciéndose todo lo posible, y buscando siempre que sea posible que los 
procesos químicos puedan llevarse a cabo a temperatura y presión ambiental.  
7) Uso de materias primas renovables. Las materias primas usadas en el proceso 
deben ser preferiblemente renovables siempre que sea viable y no comprometa 
el desarrollo ambiental.  
8) Evitar la derivatización innecesaria. Siempre que sea posible se evitará la for-
mación de derivados (grupos de protección/desprotección, de bloqueo, modifi-
cación temporal de procesos físicos/químicos), puesto que tales procesos requie-
ren reactivos y etapas adicionales que generan residuos.  
9) Potenciar la catálisis. Se emplearán catalizadores eficientes y reutilizables en 
lugar de reactivos estequiométricos.  
10) Generar productos químicos biodegradables. Los productos deben ser diseña-
dos de manera que al final de su función se descompongan en productos de de-
gradación inocuos y que no persistan en el medio ambiente. 
11) Implementar metodologías analíticas que permitan la monitorización a tiempo 
real. Las metodologías analíticas serán desarrolladas para permitir un control en 
tiempo real del proceso y prevenir así a la formación de sustancias peligrosas.  
12) Minimizar el potencial de accidentes químicos. Se elegirán las sustancias em-
pleadas en los procesos químicos de forma que se minimice el riesgo de acci-
dentes químicos, así como las emanaciones, explosiones e incendios. 
Se puede resumir que estos principios de la Química Verde, son una serie de estrategias 
que conducen a una optimización de los procesos químicos, reduciendo de este modo los 




del proceso. Por ejemplo, el uso de catalizadores ofrece la posibilidad de disminuir la 
Energía de activación asociada a la reacción. Todo esto finalmente se traduce en un 
incremento de la sostenibilidad ambiental, así como en una reducción de los costes aso-
ciados al proceso químico. 
La comunidad científica se vio en la necesidad de crear parámetros para evaluar la sos-
tenibilidad de los procesos químicos. Uno de estos parámetros es el de la Economía Ató-
mica (EA)4 que se define como la relación entre el peso molecular del producto respecto 
a la suma de los pesos moleculares de todos los reactivos empleados (Ecuación 1. 1).  
𝑬𝑨 =
𝑷𝒆𝒔𝒐 𝒎𝒐𝒍𝒆𝒄𝒖𝒍𝒂𝒓 𝒅𝒆𝒍 𝒑𝒓𝒐𝒅𝒖𝒄𝒕𝒐
𝑺𝒖𝒎𝒂 𝒅𝒆𝒍 𝒑𝒆𝒔𝒐 𝒎𝒐𝒍𝒆𝒄𝒖𝒍𝒂𝒓 𝒅𝒆 𝒍𝒐𝒔 𝒓𝒆𝒂𝒄𝒕𝒊𝒗𝒐𝒔
∙ 𝟏𝟎𝟎  
Ecuación 1. 1 
La EA de una reacción depende de la naturaleza de la misma. Por ejemplo, una reacción 
de Diels-Alder tiene una EA = 100 %.  
Otro parámetro interesante es el de Factor E, propuesto por Sheldon.5 Éste se define 
como la relación en peso (kg) de subproductos generados en una reacción respecto a la 
cantidad de producto deseado que se ha obtenido (Ecuación 1. 2). 
𝑭𝒂𝒄𝒕𝒐𝒓 𝑬 =
(𝒌𝒈) 𝒅𝒆 𝒔𝒖𝒃𝒑𝒓𝒐𝒅𝒖𝒄𝒕𝒐𝒔 𝒈𝒆𝒏𝒆𝒓𝒂𝒅𝒐𝒔 
(𝒌𝒈) 𝒅𝒆 𝒑𝒓𝒐𝒅𝒖𝒄𝒕𝒐 𝒐𝒃𝒕𝒆𝒏𝒊𝒅𝒐
 
Ecuación 1. 2 
Este factor permite la clasificación de los diferentes sectores industriales según el Factor 
E, siendo la industria de la Petroquímica la que menor Factor E presenta, seguida de la 
Química Fina y, por último, se sitúa la industria Farmacéutica.6  
Otra consideración importante, además de la cantidad de residuos generados, es el grado 
de toxicidad asociada tanto a los reactivos empleados como a los residuos generados. 
Estos parámetros se cuantifican mediante el Factor Medioambiental (EQ), que se define 
como el resultado de multiplicar el Factor E por un valor arbitrario Q, propio del com-
puesto y asignado en función de la agresividad hacia el medioambiente (Ecuación 1. 3). 
Por ejemplo, el NaCl tiene un valor Q = 1, mientras que los metales pesados presentan 
un valor Q entre 100-1000.6 Para asignar este factor se tiene en cuenta la ecotoxicidad, 
la interacción con el agua y los suelos, etc.7  
𝑬𝑸 = 𝑭𝒂𝒄𝒕𝒐𝒓 𝑬 ∙ 𝑸 (𝒈𝒓𝒂𝒅𝒐 𝒅𝒆 𝒂𝒈𝒓𝒆𝒔𝒊𝒗𝒊𝒅𝒂𝒅 𝒂𝒎𝒃𝒊𝒆𝒏𝒕𝒂𝒍) 
Ecuación 1. 3 
Se ha desarrollado una serie de base de datos que permiten saber el valor de Q, por ejem-




1.3. Química Fina 
La Química Fina (QF) engloba la producción de compuestos químicos tales como fár-
macos, antioxidantes, pinturas, tensioactivos, etc. Ejemplos de ellos son la Procaína, Pe-
nicilina o Nafazolina (Figura 1. 1). 
 
Figura 1. 1. Compuestos típicos de Química Fina. 
Los compuestos de la QF presentan estructuras complejas, suelen contener heteroátomos 
(O, S, N, P, etc.) y varios grupos funcionales. Estos productos se generan en volúmenes 
pequeños (20-400 Tm/año), y su estabilidad es limitada.  
Los procesos químicos asociados a los productos de la QF en general se caracterizan por 
sus síntesis largas con múltiples pasos (5-10 etapas). Debido a la limitada estabilidad 
térmica que presentan estos compuestos, las reacciones se suelen realizar a presión y 
temperaturas moderadas, en reactores discontinuos con volúmenes bajos (0,5-10) m3 y 
los productos obtenidos deben presentar alta pureza para su comercialización. Todo ello 
hace que los compuestos de QF presenten un elevado valor añadido, pero su producción 
genera una gran cantidad de subproductos, como se observa en la clasificación industrial 
según el Factor E. 
1.4. Catálisis  
Cuando estudiamos una reacción química existen dos consideraciones importantes para 
entender la transformación en su totalidad, una de ellas viene dada por la termodinámica 
del proceso y otra por la velocidad de reacción. Al producirse una reacción química hay 
un cambio en la composición del sistema, pero siempre llega a un punto donde la com-
posición no varía, este punto se define como equilibrio de la reacción y corresponde con 
el valor de energía libre mínimo del sistema. El estudio termodinámico del proceso nos 
informa de la posición del equilibrio químico y de la espontaneidad de la transformación 
de los reactivos a productos.  
Por otro lado, aunque una reacción sea espontanea, esto no garantiza que la transforma-
ción ocurra en un tiempo determinado, puede ocurrir que una reacción sea termodinámi-
camente favorable presentando una constante de equilibrio elevada, pero muestre una 
velocidad de reacción pequeña, lo que la hace inviable para su aplicación industrial, pro-
blema que ha sido ampliamente estudiado por los especialistas en catálisis.  




Un catalizador se define como una sustancia que aumenta la velocidad de una reacción 
química sin experimentar un cambio global al producirse la reacción. Por lo tanto, el 
catalizador se utiliza en una de las etapas de la reacción y se recupera completamente 
después de esta, lo que hace que no aparezca en la ecuación estequiométrica de la reac-
ción. Los catalizadores proporcionan a los reactivos un camino alternativo por el que 
transformarse en productos, de manera que el requerimiento energético (Energía de ac-
tivación o Ea), para producirse la reacción se ve altamente disminuido y ello implica el 
aumento en la velocidad de reacción. Como se observa en la Figura 1. 2, la Energía de 
activación (Ea2) que corresponde a la reacción catalizada es menor que la (Ea1) que co-
rresponde a la Energía de activación del proceso sin catalizador. 
 
Figura 1. 2. Cambio en la energía del sistema usando un catalizador. 
Como se ha comentado previamente en los doce principios de la Química Verde, la ca-
tálisis se considera una de las herramientas más importantes para la obtención de proce-
sos químicos más sostenibles, esto se debe a que la catálisis logra alcanzar dos puntos de 
la Química Verde: disminuye el consumo energético, y reduce la cantidad de residuos 
producidos en la reacción. Se puede diferenciar entre catálisis homogénea y heterogénea, 
según las condiciones en las que se realice la reacción. Cuando el catalizador está en la 
misma fase (generalmente líquida) que los reactivos se define como catálisis homogénea, 
mientras que cuando el catalizador y el reactivo están en distinta fase se la conoce como 
catálisis heterogénea. Cada tipo de catálisis presenta unas ventajas y desventajas claras 

















Tabla 1. 1. Tipos de catálisis. 
Catálisis Ventajas Desventajas 
Homogénea Gran actividad catalítica 
Condiciones de reacción suaves 
Precio del catalizador bajo 
Gran cantidad de residuos genera-
dos 
Varias etapas del proceso 
Imposibilidad de reutilizar el cata-
lizador 
Posible contaminación del pro-
ducto 
Problemas en el manejo y en la 
seguridad, problemas de corrosión 
Heterogénea Pequeña cantidad de residuos generados y 
etapas del proceso 
Fácil separación del catalizador y posibili-
dad de reutilización, así como el uso de 
reactores en continuo 
Sin problemas de contaminación del pro-
ducto 
Alta pureza del producto 
Fácil manejo y aumento en la seguridad, 
sin problemas de corrosión 
Posibilidad de diseñar catalizadores especí-
ficos para cada reacción 
 
Actividad catalítica variable 




En general, los catalizadores homogéneos al estar en la misma fase que el reactivo pre-
sentan mayor actividad catalítica que los catalizadores heterogéneos, y eso permite uti-
lizar condiciones de reacción más suaves. Esto sumado al menor precio de los cataliza-
dores homogéneos provoca que en las industrias de la QF, generalmente se use la 
catálisis homogénea, por ejemplo, empleando compuestos inorgánicos como ácidos mi-
nerales. Sin embargo, el uso de estos compuestos presenta una serie de claras desventajas 
(Tabla 1. 1) respecto al uso de catalizadores heterogéneos como son la corrosión, la ne-
cesidad de neutralización, etc.  
Por otro lado, la legislación medioambiental cada vez está siendo más exigente forzando 
a las industrias a la búsqueda de catalizadores más sostenibles. Teniendo en cuenta las 
ventajas descritas en la Tabla 1. 1, como son la fácil separación y la posibilidad de reuti-
lizar el catalizador abaratando el precio del mismo, hace que el interés industrial por los 




catalítico de la alquilación del benceno en un sistema heterogéneo presenta un Factor E, 
30 veces menor que en un sistema homogéneo. 
1.5. Catálisis enzimática 
Dentro de la clasificación catalítica otro tipo de catalizadores importantes son las enzi-
mas. Las enzimas son mayoritariamente catalizadores de naturaleza proteica que se for-
man en las células a partir de la traducción del ácido ribonucleico (ARN). Su función es 
catalizar un inmenso conjunto de reacciones químicas necesarias para la vida. Como son, 
la transducción de señales catalizada por las Fostasas9 que permite a los organismos 
multicelulares responder a los estímulos del medio que les rodea o como es el caso de la 
Miosina10 que al hidrolizar el trifosfato de adenosina (ATP), es capaz de generar la con-
tracción muscular.  
Una enzima puede necesitar otras sustancias denominadas cofactores para ejercer su po-
der catalítico. Según la naturaleza orgánica o inorgánica del cofactor reciben el nombre 
de coenzima o activadores respectivamente. Cuando el cofactor se encuentra unido a la 
estructura proteica, éste se denomina grupo prostético y la parte de la proteína sin cofac-
tor recibe el nombre de apoenzima mientras que el complejo enzima-cofactor recibe el 
nombre de holoenzima.  
La catálisis enzimática podría incluirse dentro de la catálisis homogénea siempre que el 
catalizador se encuentre en la misma fase que el reactivo. Sin embargo, cabe mencionar 
que la catálisis enzimática presenta una serie de características que la diferencian de la 
catálisis homogénea realizada con catalizadores químicos tradicionales (Tabla 1. 2).  
Como se puede observar en la Tabla 1. 2, la catálisis enzimática presenta una serie de 
características únicas, entre ellas destacamos que las enzimas son prácticamente inocuas 
pues son biodegradables y altamente específicas por lo que generalmente no producen 
residuos o subproductos de reacción, por otro lado, son capaces de actuar en condiciones 













Tabla 1. 2. Catálisis enzimática. 
Catálisis Ventajas Desventajas 
Enzimática Alta actividad catalítica 
Condiciones de reacción muy suaves (presión, 
temperatura ambiente, pH neutros generalmente 
trabajan en disoluciones acuosas) 
Alta selectividad al producto deseado 
Se pueden inmovilizar y reutilizar permitiendo 
el uso de reactores en continuo 
Posibilidad de modificar biotecnológicamente 
enzimas según las necesidades del proceso 
Son biodegradables no se esperan residuos des-
pués de la reacción 
Precio del catalizador 
Posibilidad de desactivación 
enzimática 
Poca versatilidad tanto en la va-
riedad de reactivos como en 
condiciones de reacción 




1.5.1. Estructura de las enzimas  
La estructura de las proteínas se desglosa en una estructura primaria, secundaria, terciaria 
y cuaternaria. La estructura primaria es la sucesión lineal de los aminoácidos que forman 
la cadena polipeptídica. La estructura lineal no existe de forma natural pero su estudio 
resulta de gran importancia para conocer cuáles son los aminoácidos que forman la pro-
teína, su secuencia o posición de los posibles grupos prostéticos. 
Se puede imaginar como una larga cadena en zigzag en la que los planos de los enlaces 
peptídicos van quedando enlazados por los carbonos alpha (Cα), y los sustituyentes de 
cada aminoácido se disponen por encima y por debajo del plano (Figura 1. 3). Es en el 
Cα donde pueden producirse los movimientos en el espacio que conduzcan a una confor-
mación superior, ya que los otros componentes presentan limitaciones debido al plano 
del enlace peptídico.  
 
Figura 1. 3. Enlace peptídico. 
La estructura secundaria es el resultado de la rotación que sufren en el espacio los planos 





posibles, pero solo algunas de ellas son estables termodinámicamente. Estas son la α-
hélice, la hélice de colágeno y la hoja plegada β, que presentan 4, 3, y 2 aminoácidos por 
vuelta respectivamente (Figura 1. 4). 
 
Figura 1. 4. Transición de la estructura primaria de la proteína a la secundaria. 
La estructura terciaria se obtiene tras el plegamiento de la estructura secundaria y es 
característica de cada proteína, pues su estructura depende de los enlaces formados entre 
los residuos de los aminoácidos presentes en la cadena polipeptídica. Estos enlaces pue-
den ser puentes de H, fuerzas de Van de Waals, interacciones electrostáticas, hidrofóbi-
cas e iónicas o incluso enlaces covalentes como puentes disulfuro. Este nivel estructural 
es el que determina la actividad catalítica de la enzima.  
Por último, la estructura cuaternaria es el resultado de la asociación de dos o más cadenas 
polipeptídicas con estructura terciaria para formar un complejo molecular mantenido ge-
neralmente por enlaces no covalentes, esta estructura no la presentan todas las proteí-
nas.11  
Desde un punto de vista químico podemos imaginar las proteínas como grandes comple-
jos orgánicos que presentan grupos funcionales externos e internos asociados a los ami-
noácidos de la estructura. Estos grupos nos permitirán más adelante hablar de la inmo-
















Tabla 1. 3. Grupos funcionales de los aminoácidos, abundancia y exposición. 
 
(++ Mucha cantidad, + Cantidad normal, +/- Cantidad baja, - Cantidad muy baja) 
Como se puede observar en la Tabla 1. 3 los grupos reactivos más abundantes y de mayor 
exposición suelen ser grupos amino y grupos ácido.12  
El resultado final de estas estructuras complejas es que las enzimas presentan una gran 
especificidad por el sustrato, que las hacen la envidia de la química catalítica. Cada pro-
teína presenta una cavidad llamada centro activo, donde los aminoácidos de la cadena 
polipeptídica crean una estructura 3D que complementa a la del sustrato. Esta teoría re-
cibe el nombre del modelo de ajuste inducido. Tras la unión del sustrato con la enzima 
se forma el complejo enzima-sustrato donde el centro activo modifica ligeramente su 



















estructura y lo que reduce la Energía de activación del estado de transición y se produce 
la transformación a producto, finalmente se libera la enzima y el producto. 
1.5.2. Cinética enzimática 
La velocidad de una reacción catalizada por una enzima depende de la concentración de 
sustrato, la temperatura, la presencia de inhibidores y el pH de reacción. Experimental-
mente se observa que la velocidad inicial de reacción (v0) aumenta al aumentar la con-
centración de sustrato [S]0 hasta un máximo a partir del cual la velocidad no se modifica 
(Figura 1. 5). El mecanismo más sencillo para explicar la reacción enzimática es el mo-
delo de Michaelis y Menten. 
 
Figura 1. 5. Cinética enzimática. 
En este modelo las reacciones enzimáticas ocurren en dos pasos (Ecuación 1. 4). Primero 
a partir de la enzima [E] y el sustrato [S] se forma el complejo enzima-sustrato [ES] y 
posteriormente, este complejo da lugar a la formación del producto [P], liberando la en-
zima libre.  
 
Ecuación 1. 4 
En este esquema k1, k-1 y k2 son las constantes cinéticas individuales de cada paso. Según 
esto las velocidades de cada etapa serán: 
𝒗𝟏 = 𝒌𝟏 ∙ [𝑬] ∙ [𝑺] 
Ecuación 1. 5 
𝒗−𝟏 = 𝒌−𝟏 ∙ [𝑬𝑺] 
























𝒗𝟐 = 𝒌𝟐 ∙ [𝑬𝑺] 
Ecuación 1. 7 
Por otra parte, la concentración total del enzima [E]t es constante e igual a:  
[𝑬]𝒕 = [𝑬]  [𝑬𝑺] 
Ecuación 1. 8 
De manera que la concentración de enzima libre [E] será igual a la cantidad de enzima 
total [E]t menos la cantidad de enzima que este formando parte del complejo enzima-
sustrato [ES]:  
[𝑬] = [𝑬]𝒕 − [𝑬𝑺] 
Ecuación 1. 9 
A partir de la Ecuación 1.5 sustituyendo la Ecuación 1. 9 resulta que: 
 
𝒗𝟏 = 𝒌𝟏 ∙ [𝑺] ∙ [𝑬]𝒕 − 𝒌𝟏 ∙ [𝑺] ∙ [𝑬𝑺] 
Ecuación 1. 10 
Asumiendo la hipótesis del estado estacionario, según la cual la concentración del com-
plejo enzima-sustrato es pequeña y constante a lo largo de la reacción, se puede decir 
que la velocidad de formación de [ES] (v1) es igual a la de su disociación (v-1+v2).  Como 
[ES] es constante, la velocidad de formación del producto debe ser constante: 
𝒗𝟐 = 𝒌𝟐 ∙ [𝑬𝑺] = 𝒄𝒐𝒏𝒔𝒕𝒂𝒏𝒕𝒆 
Ecuación 1. 11 
A su vez como: 
𝒗−𝟏  𝒗𝟐 = 𝒗𝟏 
Ecuación 1. 12 
Así a partir de la Ecuación 1. 10 sustituyendo términos obtenemos la Ecuación 1. 13: 
 
𝒌−𝟏 ∙ [𝑬𝑺]  𝒌𝟐 ∙ [𝑬𝑺] = 𝒌𝟏 ∙ [𝑺] ∙ [𝑬]𝒕 − 𝒌𝟏 ∙ [𝑺] ∙ [𝑬𝑺] 
Ecuación 1. 13 














Ecuación 1. 15 
Por lo tanto, en el estado estacionario la velocidad de formación del producto es: 
 





Ecuación 1. 16 
A concentraciones elevadas de sustrato [S]>>>KM la Ecuación 1. 16 se transforma en la 
Ecuación 1. 17:  
𝒗𝟐 = 𝒌𝟐 ∙ [𝑬]𝒕 = 𝒗𝒎𝒂𝒙 
Ecuación 1. 17 
Lo que nos permite definir un nuevo parámetro, la velocidad máxima de reacción (vmax) 
que es la velocidad máxima que se alcanza cuando todo el enzima disponible se encuen-






Ecuación 1. 18 
Esta Ecuación 1. 18 es la expresión más conocida de la ecuación de Michaelis-Menten. 
La representación gráfica de la ecuación de Michaelis-Menten (v0 frente a [S]0) (Figura 
1. 5) es una hipérbola, donde la vmax corresponde al valor máximo al que tiende la curva 
experimental y la KM corresponde a la concentración de sustrato a la cual la velocidad 











 Ecuación 1. 19 
Esto significa que, a menor KM, la [S] necesaria para que la enzima alcance la mitad de 
la vmax será menor y por lo tanto la afinidad del enzima por el sustrato será mayor.  
El método más sencillo para determinar gráficamente el valor de KM y vmax es la repre-
sentación de Lineweaver-Burk. Este método se basa en que invirtiendo la Ecuación 1. 






















Ecuación 1. 20 
Como se observa en la Figura 1. 6, mediante la realización de unos pocos experimentos 
cinéticos en los que se determina la velocidad inicial de la reacción respecto a cantidades 
variables de sustrato (bajo las mismas condiciones de enzima, temperatura, pH, etc.) es 
posible determinar la KM y la vmax de una enzima usando la Ecuación 1. 20.  
 
Figura 1. 6. Modelo de Lineweaver-Burk. 
1.5.3. Clasificación enzimática 
Existen más de 75000 enzimas solo en el cuerpo humano, por lo que se hace necesario 
clasificarlas para facilitar su estudio. Generalmente se añade el sufijo (-asa) al sustrato o 
a la reacción que catalizan. Sin embargo, debido a la gran cantidad de enzimas que exis-
ten, la Unión Internacional de Bioquímica y Biología Molecular ha desarrollado una no-
menclatura sistemática basada en los numero EC, siendo el primer número la clasifica-




























Tabla 1. 4. Clasificación de las enzimas. 








EC.1.-Oxidorreductasas. Son un grupo de enzimas que catalizan reacciones de oxida-
ción-reducción, en las que un agente reductor (donante) transfiere electrones a un agente 
oxidante (aceptor). Generalmente requieren coenzimas, como son los pares dinucleótido 
de nicotinamida y adenina (NADH/NAD+), nicotinamida adenina dinucleótido fosfato 
(NADPH/NADP+), flavín adenín dinucleótido (FAD/FADH2) o flavin mononucleótido 
(FMN/FMNH2). Estos cofactores quedan modificados en su forma oxidada o reducida 
de manera que deben utilizarse cantidades estequiométricas (sustrato/cofactor) o bien 
deben ser reciclados durante la reacción. Un ejemplo de estas enzimas es la alcohol des-
hidrogenasa (ADH) con código (EC 1.1.1.1) que es capaz de reducir grupos cetona o 
aldehídos a grupos alcohol (Esquema 1. 1). 
 
Esquema 1. 1. Reacción de reducción de grupos carbonilos catalizada por la enzima ADH. 
EC.2.-Transferasas. Estas enzimas son capaces de transferir grupos (metilo, aldehído, 
cetona, grupos con nitrógeno, etc.)  de unas moléculas a otras. Un ejemplo de ellas son 
las transaminasas, capaces de transferir un grupo amino de una molécula a otra (Esquema 
1. 2). Un ejemplo de estas enzimas es la aspartato transaminasa (EC 2.6.1.1). 





Esquema 1. 2. Reacción catalizada por la enzima transaminasa. 
EC.3.-Hidrolasas. Estas enzimas son capaces de romper enlaces químicos introduciendo 
una molécula de H2O, obteniendo de ese modo monómeros a partir de dímeros o polí-
meros. Un ejemplo de ellas lo constituye la lactasa (EC 3.2.1.23), capaz de hidrolizar la 
lactosa para formar glucosa y galactosa (Esquema 1. 3). 
 
Esquema 1. 3. Reacción de hidrólisis de la lactosa catalizada por la enzima lactasa. 
EC.4.-Liasas. Este grupo de enzimas son capaces de catalizar reacciones en las que se 
rompen enlaces químicos en compuestos orgánicos por mecanismos distintos de la oxi-
dación o la hidrólisis. De esta manera se eliminan grupos como (H2O, CO2 o NH3).  La 
enzima aldolasa es un ejemplo de ellas, cataliza la reacción retroaldólica del 1,6-fructosa 
bifosfato (Esquema 1. 4). 
 
Esquema 1. 4. Reacción retroaldólica de la 1,6-fructosa bifosfato catalizada por la enzima aldolasa. 
EC.5.-Isomerasas. Estas enzimas son capaces de catalizar reacciones de isomerización 
de moléculas, mediante la racemización y transposición de un grupo en una molécula. 
Un ejemplo de ellas es la glucosa isomerasa, que interviene en la isomerización glucosa-
fructosa (Esquema 1. 5). 
Cofactor
Lactosa D-galactosa D-glucosa





Esquema 1. 5. Reacción de isomerización de la Glucosa-Fructosa catalizada por la enzima glucosa 
isomerasa. 
EC.6.-Ligasas. Estas enzimas catalizan la ruptura o síntesis de enlaces (C-C, C-N, etc.). 
mediante el acoplamiento a moléculas de alto valor energético como el ATP.  Un ejem-
plo de ellas es la enzima piruvato carboxilasa (PC) (EC 6.4.1.1) que cataliza la conver-
sión de piruvato en oxalacetato de forma dependiente de adenosín trifosfato (ATP) 
y biotina (Esquema 1. 6). 
 
Esquema 1. 6. Reacción de conversión del sustrato Piruvato en Oxalacetato catalizada por la enzima 
piruvato carboxilasa. 
1.5.4. Inmovilización enzimática 
La especificidad enzimática es la característica más interesante para los procesos de Quí-
mica Fina y particularmente en el área de la Química Farmacéutica.13 Esta puede divi-
dirse en distintas clases, destacamos la especificidad absoluta, como es por ejemplo la 
que presenta la glucosa oxidasa que solo es capaz de actuar sobre un sustrato (la glucosa) 
y no es capaz de actuar sobre ningún otro. La especificidad relativa, como es la que 
presentan las lipasas que son capaces de reconocer un grupo de sustratos con caracterís-
ticas similares o grupos funcionales similares. También se conoce la especificidad este-
reoquímica, donde la enzima solo es capaz de actuar sobre un estereoisómero y no es 
capaz de reconocer a otro, como es el caso de la enzima alcohol deshidrogenasa.11 
Por otro lado, cabe destacar que las enzimas son biodegradables, y además son capaces 
de actuar en condiciones suaves de reacción, por ejemplo: (presión, temperatura am-
biente y a valores de pH neutros).14,15 
Estas características las convierten en catalizadores ideales para los procesos de Química 
Fina. Sin embargo, las aplicaciones de las enzimas se ven supeditadas a los problemas 
que presentan cuando se quieren adaptar los procesos a nivel industrial, como son la baja 
estabilidad que pueden presentar en ciertas condiciones de reacción, su solubilidad y la 
dificultad de recuperarlas tras la reacción. Además, su precio, que oscila por ejemplo 
para las enzimas más útiles en biotransformaciones entre 500-20000 $/Kg, también es 
un factor que limita su uso.16 
Glucosa Fructosa






Para solucionar estos problemas se han desarrollado diferentes metodologías para inmo-
vilizar las enzimas. La inmovilización de enzimas se define como aquellas enzimas que 
están físicamente confinadas o localizadas.14,17 
No existe ninguna metodología definitiva para la inmovilización enzimática, por lo que 
es necesario optimizar la inmovilización según las características de cada enzima. Las 
condiciones de inmovilización deben favorecer la reactividad entre la enzima y el soporte 
y además en una inmovilización ideal la enzima preservará su actividad completa en 
forma heterogénea.18 A continuación, se resumen las estrategias más utilizadas: el con-
finamiento, la formación de agregados y la inmovilización sobre soportes (Figura 1. 7). 
 
Figura 1. 7. Estrategias de inmovilización de enzimas. 
1.5.4.1 Inmovilización por Confinamiento 
En esta estrategia la enzima se retiene en el interior de una red polimérica, que general-
mente se forma in situ. Se crea así una barrera física que separa la enzima del entorno, 
pero permite la interacción con los sustratos o productos de reacción. La principal carac-
terística de este método de inmovilización es que no existe interacción entre la enzima y 
el soporte que la retiene. La naturaleza de la red polimérica puede ser sintética, de origen 
natural, así como orgánica o inorgánica.18–23 
Por ejemplo, un método de inmovilización muy utilizado, siguiendo esta estrategia es la 
formación de geles de alginato (Figura 1. 8). En esta estrategia se pone en contacto la 
enzima con una disolución de alginato, y posteriormente esta mezcla se introduce gota a 
gota en una disolución de CaCl2 o MgCl2 lo que provoca la formación del gel y el con-
secuente confinamiento de la enzima.  












Figura 1. 8. Estrategia de inmovilización enzimática mediante confinamiento de la enzima formando 
geles de alginato de calcio. 
1.5.4.2 Inmovilización por formación de Agregados enzimáticos 
En esta estrategia de inmovilización no se requiere de soporte, y consiste en la formación 
de agregados enzimáticos entrecruzados que se conocen con el nombre de CLEAs, (si-
glas de Cross-Linking Enzyme Agregates). Esta estrategia implica la precipitación de la 
enzima generalmente mediante sulfato de amonio y el posterior entrecruzamiento de este 
precipitado usando compuestos orgánicos bifuncionales.24–28 La característica funda-
mental de esta estrategia es que al no existir soporte la heterogenización se realiza por la 
interconexión de la enzima. Los compuestos bifuncionales utilizados para el entrecruza-
miento interaccionan con los grupos funcionales presentes en la proteína logrando la 
formación del agregado. El agente bifuncional más utilizado es el glutaraldehído, que es 
capaz de reaccionar con los grupos amino superficiales de la proteína (Figura 1. 9). 
Sin embargo, se ha demostrado que la proteína puede desactivarse irreversiblemente, 
generalmente debido a cambios conformacionales de la estructura proteica o a la inter-
acción de los grupos del agente de entrecruzamiento con el centro activo de la enzima. 
Por ello, se han estudiado agentes de entrecruzamiento de mayor tamaño como el dex-
















Figura 1. 9. Formación de agregados enzimáticos (CLEAs) mediante precipitación y glutaraldehído. 
1.5.4.3 Inmovilización sobre soportes 
Los métodos conocidos de inmovilización sobre soportes pueden ser de tres tipos depen-
diendo del tipo de interacción existente entre la enzima y el soporte: 
a) Adsorción física. Este es uno de los métodos más conocidos para la inmovilización de 
enzimas, donde se utilizan generalmente soportes porosos. Este método está gobernado 
principalmente por la interacción de grupos funcionales de las enzimas con la superficie 
del sólido mediante interacciones débiles como son las fuerzas de Van der Waals, puen-
tes de hidrógeno, interacciones hidrofóbicas o una combinación de las mismas. Este tipo 
de inmovilización se caracteriza por que no se requieren modificaciones previas ni de la 
enzima ni del soporte. Su principal desventaja es que bajo determinadas condiciones de 
reacción se puede producir una desorción enzimática.18 
Un ejemplo de esta estrategia que ha recibido gran interés por la comunidad científica es 
el de la inmovilización de la enzima lipasa sobre soportes mediante interacciones hidro-
fóbicas.30–34 
La razón de seleccionar este tipo de inmovilización para la enzima lipasa es que esta 
enzima presenta un equilibrio de estructuras entre la forma activa e inactiva, siendo la 
forma activa beneficiada por la inmovilización sobre soportes hidrofóbicos.35 Por ello, 
se han hecho muy populares las lipasas inmovilizadas sobre polímeros macroporosos 
hidrofóbicos. Este es el caso de la Novozym 43536 inmovilizada sobre un soporte for-
mado por ésteres de metil y butil metacrilato unidos mediante polivinil benzeno. Se ha 
demostrado que su inmovilización posibilita la reutilización de la enzima sin pérdida de 
actividad en un amplio rango de reacciones como son la resolución de cianidrinas o al-
coholes.37 
b) Interacciones iónicas. Esta estrategia se basa en la interacción electrostática de los 
grupos funcionales residuales de la proteína con los grupos del soporte sólido. Como se 
ha explicado previamente las proteínas presentan una gran cantidad de grupos 





funcionales que permiten esta interacción, siendo los más abundantes los grupos amino 
y ácido,38 (Tabla 1. 3). 
Dependiendo del valor de pH de la disolución, estos grupos funcionales pueden alojar 
una carga positiva o negativa, pudiendo así, interactuar con la superficie del soporte. 
Para este tipo de inmovilización se ha de considerar el punto isoeléctrico de la enzima 
(pI), es decir aquel en el que la carga neta de la enzima es igual a cero. A valores de pH 
por debajo del pI la enzima estará cargada positivamente y a pH superiores al pI estará 
cargada negativamente. Para permitir la inmovilización enzimática se debe tener en 
cuenta la carga eléctrica del soporte, que debe ser complementaria al de la enzima. Una 
consideración importante en esta estrategia es que debe tenerse en cuenta el valor del pH 
óptimo de la enzima, pues es posible que esta se inmovilice con éxito, pero a su vez se 
provoque una desnaturalización irreversible de la enzima en el proceso.18,23 
Un ejemplo del éxito de esta estrategia fue realizado con la enzima cloroperoxidasa de 
Caldariomyces fumago, esta enzima fue inmovilizada sobre distintos soportes mesopo-
rosos modificados con grupos amino. En este estudio se observó que la mejor inmovili-
zación era a pH = 6 donde el soporte presentaría una carga positiva y la enzima una carga 
negativa (pI = 4). Esta enzima fue reutilizada sin perder actividad durante 5 ciclos de 
reacción.39,40 Otro tipo de inmovilización electrostática se basa en el uso de iones metá-
licos como por ejemplo Cu+, Co+2 o Ni+2 depositados en la superficie del soporte que son 
capaces de interaccionar con los grupos histidina de la enzima.41 
c) Inmovilización covalente. Esta estrategia de inmovilización se produce mediante la 
unión enzima-soporte a través de enlaces covalentes. Los grupos funcionales de la su-
perficie del soporte pueden reaccionar covalentemente con algunos grupos funcionales 
libres de la superficie de la enzima. La fuerte interacción del enlace entre el soporte y la 
enzima evita las posibles pérdidas de biocatalizador durante su uso y, en la mayoría de 
los casos, se mejora notablemente la estabilidad enzimática. Sin embargo, en este tipo 
de inmovilización, ciertos aminoácidos necesarios para la catálisis pueden verse modifi-
cados lo que provoca pérdidas irreversibles de actividad.18,23 
Como se ha comentado previamente las enzimas tienen distintos grupos funcionales en 
su superficie, los más comunes son los grupos amino y los grupos carboxílicos. Por ello 
en la bibliografía se han estudiado diferentes estrategias para realizar interacciones co-
valentes con estos grupos funcionales, entre ellas destacamos: 
Inmovilización mediante reacción química entre grupos amino de la enzima y grupos 
epóxido del soporte. Un ejemplo de este tipo de inmovilización fue estudiado por 
Wheatley y col.42 donde usaron soportes acrílicos activados con grupos epóxido (Figura 





Figura 1. 10. Inmovilización enzimática covalente vía grupos epóxido. 
Inmovilización mediante reacción química entre grupos amino de la enzima y grupos 
aldehído del soporte. Este tipo de interacción ha sido ampliamente utilizada en la biblio-
grafía. Generalmente la superficie del soporte se modifica usando glutaraldehído y pos-
teriormente se introduce la enzima (Figura 1. 11).43–49 
 
Figura 1. 11. Inmovilización covalente sobre soporte con grupos aldehído. 
En este caso los grupos amino de la enzima interaccionan con los grupos aldehído del 
soporte formando un enlace imina. Este enlace imina es estable, pero depende de las 
condiciones en las que se encuentre, por ejemplo, si el pH de la reacción es ácido puede 
ocurrir que este enlace se rompa y se libere la enzima inmovilizada. Una modificación a 
este protocolo es el uso de un agente reductor (NaBH4), una vez ya se ha formado el 
enlace imina, que reduciría el enlace produciendo un enlace covalente irreversible a los 
cambios de pH. Una desventaja es que el agente reductor podría reaccionar con la enzima 
y reducir la actividad de la misma. Por ello, es necesario realizar un estudio de las con-
diciones de reacción enzimática, así como de la posible desorción de la enzima y las 











diferentes opciones que se podrían abordar para solucionar este problema. Por ejemplo, 
si la reacción enzimática se realiza a valores de pH ácido, pero se trata de una reacción 
rápida puede ocurrir que el tiempo que el biocatalizador se encuentra a un valor de pH 
ácido no fuera suficiente para provocar la desorción enzimática, siendo por ello innece-
sario el uso del agente reductor (NaBH4) y posible reutilizar con éxito el biocatalizador 
mediante un lavado previo con una disolución tampón a valores de pH neutro. Una va-
riante de esta estrategia consiste en utilizar los grupos ácido del enzima como puntos de 
anclaje. Esta estrategia se utiliza cuando la enzima a inmovilizar presenta pocos grupos 
lisina y gran cantidad de grupos ácido o bien cuando los grupos lisina se encuentran 
cercanos al centro activo de la enzima y el uso de la estrategia anterior provocaría la 
desactivación enzimática.  
Para solucionar este problema, se realiza la activación de los grupos ácido de la proteína 
haciéndolos reaccionar con (1-etil-3-3-dimetilaminopropil)carbodiimida (EDAC) (Fi-
gura 1. 12a). Una vez, el reactivo EDAC ha reaccionado con los grupos ácido superfi-
ciales de la enzima se introduce un segundo reactivo generalmente la etilendiamina 
(EDA) que reacciona con los grupos carboxílicos activados dando lugar a enlaces amida 
que contienen grupos amina terminales (Figura 1. 12). Finalmente estos grupos amino 
terminales se hacen reaccionar con grupos aldehído del soporte quedando la enzima in-
movilizada covalentemente a través de grupos imina.50  
 
Figura 1. 12. Inmovilización covalente vía activación de los grupos carboxilo. 
En esta Tesis Doctoral se ha llevado a cabo la inmovilización enzimática tanto covalente 
como electrostática sobre distintos soportes silíceos como la zeolita deslaminada ITQ-2, 
la zeolita Beta nanocristalina, el material mesoporoso MCM-41 y sobre un soporte orgá-
nico como el óxido de grafeno. A continuación, describiremos brevemente las caracte-
rísticas de este tipo de materiales.  
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Zeolitas. Las zeolitas son aluminosilicatos cristalinos de composición variable. Los áto-
mos de silíceo, aluminio y oxígeno forman estructuras tetraédricas que comparten sus 
vértices. Estos tetraedros forman unidades estructurales que al unirse forman distintos 
poliedros cuya combinación da lugar a una gran variedad de estructuras diferentes. La 
repetición en el espacio de estas unidades estructurales forma una serie de cavidades y 
canales, generando estructuras cristalinas (multi- o mono-) dimensionales. Como se ob-
serva en la Tabla 1. 5, las zeolitas se pueden clasificar según el tamaño de sus poros que 
van desde poro pequeño a poro extragrande, siendo esta clasificación correspondiente a 
su vez a la cantidad de átomos de oxígeno que forman sus poros, de 8 a 18 respectiva-
mente.  
Tabla 1. 5. Clasificación de las zeolitas. 
Clasificación de zeo-
litas 
Número de átomos de oxí-
geno 




Poro pequeño 8 4 Ferrierita 
Poro medio 10 5-5,5 ZSM-5 
Poro grande 12 7-8 Beta 
Poro extragrande 18 9 ITQ-54 
 
La sustitución isomórfica de un átomo de silicio por un átomo de aluminio crea un exceso 
de carga negativa en la red, que se compensa con un protón generándose así centros 
activos de carácter ácido de Brønsted. Por ello una de sus aplicaciones más importantes 
de las zeolitas ha sido su utilización como catalizadores ácidos heterogéneos, mayorita-
riamente en los procesos de refino del petróleo y en menor proporción en la industria de 
la Química Fina. La importancia de las zeolitas en diferentes procesos catalíticos radica 
en sus propiedades en la Tabla 1. 6 se resumen algunas de sus propiedades más impor-
tantes.  
Tabla 1. 6. Propiedades de las zeolitas. 
Nº Propiedades 
1 Gran área superficial y capacidad de adsorción elevada 
2 Posibilidad de ajustar propiedades de hidrofobicidad e hidrofílicidad 
3 Capacidad de incorporar distintas especies metálicas 
4 Buena estabilidad térmica, química y mecánica 
5 Capacidad para regenerarse y reutilizarse en los procesos catalíticos 




La relación Si/Al de una zeolita es un parámetro muy importante ya que determina no 
sólo el número de centros ácidos y su fuerza, sino también sus propiedades de adsorción 
lo que condiciona su actividad catalítica en reacciones catalizadas por ácidos. Sin em-
bargo, en algunas estructuras el contenido de aluminio puede ser regulado en un amplio 
rango por síntesis directa, de manera que incluso se pueden obtener materiales con muy 
bajo contenido de Al, es decir prácticamente silíceos. Este tipo de materiales, contienen 
en su superficie grupos silanol (Si-OH) distribuidos regularmente a través de los cuales 
se puede modificar la superficie del material con grupos reactivos. En la Figura 1. 13 se 
presentan algunas de estas modificaciones.  
 
Figura 1. 13. Posibles modificaciones superficiales de las zeolitas. 
Esta característica es especialmente importante en el caso de la inmovilización de enzi-
mas, ya que a través de estos grupos se puede anclar las enzimas sobre la superficie del 
material a través de interacciones enzima-soporte electrostáticas o covalentes.  
A continuación, pasaremos a describir los materiales silíceos que se han utilizado como 




La Zeolita Beta. Esta zeolita fue sintetizada por primera vez en 1967 por parte de la 
compañía MOBIL. Presenta una estructura tipo BEA (Figura 1. 14) que se caracteriza 
por presentar tres sistemas de canales interconectados por anillos de 12 miembros.51,52  
Las dimensiones de los poros de una zeolita Beta son 6,5 x 7,6 Å, y los canales de mayor 
tamaño se encuentran en una dirección del espacio, mientras que los más pequeños en 
las otras dos dimensiones.53 Existe la posibilidad de sintetizar las zeolitas Beta en ausen-
cia prácticamente de aluminio. De esta forma se obtienen materiales con una relación 
Si/Al extremadamente alta que puede alcanzar valores superiores a 1000.54   
Además, cabe mencionar que es posible incorporar otros metales en la red de la zeolita, 
tales como Vanadio, Boro, Estaño o Zirconio que les confieren acidez tipo Lewis. Por 
ejemplo, las zeolitas Sn-Beta y Zr-Beta que fueron sintetizadas por primera vez en el 
instituto de tecnología química (ITQ) se han empleado como catalizadores heterogéneos 
en las reacciones orgánicas que requieren centros ácidos de Lewis, como oxidaciones de 
Baeyer-Villiger,55,56 en la ciclación de citronelal a isopulegol57 y en las reacciones redox 
de Meerwein-Ponndorf-Verley-Oppenauer.58,59 
 
Figura 1. 14. Zeolita tipo Beta. 
Zeolita ITQ-2. La zeolita bidimensional (2D) ITQ-2 se puede preparar por síntesis di-
recta,60 o a por deslaminación de la zeolita precursora MCM-22.61,62 En el proceso de 
deslaminación se somete al precursor a una etapa de hinchamiento usando hexadeciltri-
metilamonio (CTMA+) o tetrabutilamonio en forma de hidróxido. Una vez el material se 
ha hinchado es sometido a un proceso de deslaminación vía ultrasonidos o agitación 
mecánica,63,64 Figura 1. 15.  
El resultado es una zeolita con láminas de un grosor ~ (2,5 nm), dispuestas de manera 
aleatoria en el espacio, lo que le otorga una gran superficie externa ~ (600 m2g-1). Cada 




de la lámina. Cada copa se compone de 2 semicavidades formadas por anillos de 12 
miembros (0,7 nm x 0,7 nm), conectadas a las otras copas a través de un doble anillo de 
6 miembros que las une en la base.  
 
Figura 1. 15. Esquema de síntesis de la zeolita ITQ-2. 
Esta zeolita combina las características típicas de las zeolitas (estabilidad térmica, quí-
mica, fuertes centros ácidos) y a su vez presenta gran accesibilidad a los centros catalí-
ticos. 65 Además, esta zeolita se puede preparar también sin Al, de manera que este ma-
terial contiene grupos silanol distribuidos regularmente que permiten una fácil 
modificación de su superficie.  
El material mesoporoso MCM-41. Este material fue sintetizado por primera vez en por 
la empresa Mobil (MCM = Mobile Crystalline Material) en la década de los noventa. 
Pertenece al grupo de materiales mesoporosos denominados M41S.66,67 
Se trata de un material que presenta un sistema de poros ordenados, uniformes, que no 
están conectados entre sí, con una simetría hexagonal y una distribución unidireccional, 
(Figura 1. 16). Este material presenta gran estabilidad térmica y permite controlar en su 
síntesis la relación Si/Al, así como el tamaño de sus canales que puede variar entre 20-
100 Å, y presentan una gran área superficial (~1000 m2/g). Todas estas características 
hacen que este material sea de gran interés para procesos catalíticos que involucran mo-






























Figura 1. 16. Material mesoporoso MCM-41. 
Además, la posibilidad de incorporar metales como titanio o vanadio en posiciones te-
traédricas de la estructura de MCM-41 ha promovido la aplicación de estos materiales 
como catalizadores en los procesos de oxidación-reducción (epoxidación, oxidación de 
Bayer-Villiger) y como soporte de complejos organometálicos de metales de transi-
ción.70  
Soportes orgánicos:  
El óxido de grafeno. Este material tiene una estructura laminar formada mayoritaria-
mente por átomos de carbono, hidrógeno y oxígeno. Los átomos de carbono están unidos 
en un patrón hexagonal similar al grafito, y presentan una hibridación de enlaces carbono 
sp2 y sp3, además de defectos en su estructura. A su vez, posee grupos oxigenados en su 
superficie tales como epóxidos, ácidos, hidroxilos, fenol, carbonilo, etc. enlazados por 
ambos lados, como se puede observar en la Figura 1. 17. 
Por ello se dice que el óxido de grafeno es un material anfifílico, con un plano basal 
hidrofóbico y cuya naturaleza hidrófila se debe a la gran cantidad de grupos oxigenados 
que presenta su estructura.  
 




Su síntesis generalmente se realiza a través de la oxidación química del grafito. Para ello 
se han desarrollado gran variedad de técnicas como son las de Brodie (1859), Staudema-
ler (1898), Hofmann (1937), Hummers (1958).71 También existen otros métodos como 
es la oxidación electroquímica.  
Cabe mencionar que las propuestas estructurales para el OG han sido motivo de debate 
en las últimas décadas debido a la inestabilidad térmica del OG y a que la estequiometria 
del OG depende del método de síntesis. En 1939 Lerf-Klinowski, desarrollo un modelo 
para el óxido de grafeno, que actualmente es el más aceptado y en el que supuso que 
durante el proceso de oxidación el 50 % de los carbonos se mantienen con hibridación 
sp3. De esta manera los grupos epóxido e hidroxilo estarían situados en el plano basal 
del OG y en los bordes de las láminas los grupos carbonilo y ácidos carboxilos.  
El óxido de grafeno reducido. Este material presenta una estructura similar al grafeno y 
al óxido de grafeno. Está formado por átomos de carbono, hidrógeno y oxígeno, pero 
tiene menor cantidad de grupos oxigenados en su estructura. Su síntesis se realiza a tra-
vés de la reducción del óxido de grafeno. Durante esta etapa la mayor parte de grupos 
oxigenados son eliminados del material, y la mayor parte de los enlaces carbono-carbono 
con hibridación sp2 se restablece a sp3, sin embargo, este material sigue conteniendo 
oxígeno, así como heteroátomos o defectos estructurales. El proceso de reducción puede 
llevarse a cabo mediante reducción química, térmica u otros métodos como la fotoreduc-
ción. Los más utilizados son la reducción química y la térmica.  
Los materiales óxido de grafeno y el óxido de grafeno reducido han sido ampliamente 
utilizados en la inmovilización enzimática, se ha demostrado que es posible inmovilizar 
directamente enzima sobre su superficie sin usar ningún reactivo externo debido a la 
naturaleza de estos materiales que permite un conjunto de interacciones enzima-soporte 
como son puentes de hidrógeno, van der Waals, interacciones electrostáticas, π-π o in-
cluso covalentes.72,73 Por ello una variedad de enzimas como la peroxidasa del rábano 
(HRP),  oxalato oxidasa,  α-quimiotripsina, albumina, proteasa alcalina, glucosa oxidasa 
y esterasa han sido inmovilizadas sobre estos soportes.74–79 
Cabe mencionar que tanto la actividad enzimática, como la estabilidad catalítica al usar 
este tipo de soportes, depende del tipo de interacción producida entre la enzima y el 
soporte, así como de las características de la enzima. De hecho, es posible encontrar en 
la bibliografía casos de inhibición enzimática al usar esta clase de soportes, como en el 
caso de las enzimas oxalato oxidasa o la quimiotripsina.  
1.6. Procesos quimioenzimáticos (Q.E) 
Actualmente, en el campo de la catálisis parece haber consenso en la necesidad de inte-
grar la catálisis enzimática y los catalizadores químicos.80 Debido a la necesidad inci-
piente de lidiar con una serie de reacciones complejas para obtener productos de alto 
valor añadido, la comunidad científica ha empezado a movilizarse en esta dirección. La 




como catálisis en cascada, y actualmente ha recibido la atención de la comunidad cien-
tífica, describiéndola como una forma de imitar a la naturaleza en la síntesis de los pro-
ductos deseados.81  
En esta estrategia, utilizando catalizadores mono o multifuncionales las reacciones se 
combinan sin necesidad de aislar el producto intermedio en cada paso, lo que propor-
ciona una ventaja tanto desde el punto de vista económico como medioambiental.  
Mientras el diseño y utilización de catalizadores mono o multifuncionales (principal-
mente heterogéneos) para llevar a cabo procesos en cascada en un mismo sistema de 
reacción han sido ampliamente desarrollados en los últimos años,82,83 la combinación de 
los catalizadores químicos y biológicos (tanto homogéneos como heterogéneos) en pro-
cesos en cascada esta mucho menos estudiada. 
Esto es debido a que desgraciadamente, estos catalizadores suelen trabajar bajo condi-
ciones de reacción antagónicas. A continuación, se comenta con más detalle los paráme-
tros de reacción más limitantes: 
Temperatura. La mayoría de las reacciones enzimáticas se desarrollan a temperaturas 
entre 25-60 ºC, siendo perjudicial para los biocatalizadores el uso de temperaturas más 
elevadas.84 Sin embargo, la mayoría de los procesos industriales, trabajan en un rango 
de temperaturas mucho más elevado. Aunque existen catalizadores heterogéneos (TS-1 
o Sn-β) que son capaces de funcionar en un rango de temperaturas bajo (T < 100 ºC), en 
reacciones como: la hidroxilación aromática,85 la epoxidación de olefinas86 y las oxida-
ciones de Baeyer-villiger,56 en general la temperatura de reacción es un factor altamente 
limitante para la combinación de procesos quimioenzimáticos en un único sistema de 
reacción. 
Medio de reacción. Generalmente este suele ser otro de los mayores problemas a la hora 
de combinar los dos grupos de catalizadores, debido a que la gran mayoría de las enzimas 
funcionan en medios acuosos, presentando poca estabilidad cuando se modifica este me-
dio o incluso puede ocurrir la completa desnaturalización cuando el pH de reacción sale 
del pH óptimo de la enzima. Aun así, el desarrollo de la biotecnología y la inmovilización 
enzimática está aumentando la posibilidad de utilizar enzimas en medios orgánicos.87,88 
Por otro lado, se están investigando gran cantidad de catalizadores químicos heterogé-
neos para permitir la catálisis en condiciones acuosas.89,90 
Presión. Algunas enzimas como las enzimas glucolíticas y proteolíticas91 han demos-
trado no verse afectadas por altas presiones. Esto permitiría acoplar reacciones usando 
catalizadores químicos heterogéneos que necesiten altas presiones de trabajo con siste-
mas biocatalíticos. Aun así, se debería tener en cuenta que tipo de gas se va a presurizar 
dentro del reactor y realizar un estudio adecuado para cada sistema. Por ejemplo, el uso 
de monóxido de carbono (CO) podría disminuir la actividad catalítica de la enzima, si 
esta presenta átomos de Fe+2 en su centro activo. Por otro lado, enzimas como la narin-




Velocidad de reacción. Existe la creencia de que las enzimas son catalizadores que pre-
sentan altas velocidades de reacción, esto es cierto siempre y cuando los sustratos de la 
reacción sean específicos para la enzima. Cuando se emplean sustratos “extraños” para 
la enzima, la velocidad de reacción puede ser realmente baja. Así pues, dependiendo de 
la reacción y las condiciones, el sistema catalítico debe diseñarse de manera que se eviten 
altas concentraciones de reactivos o productos intermedios que podrían desactivar la en-
zima. 
Reusabilidad. Los catalizadores heterogéneos químicos son generalmente muy robustos 
y se pueden reusar durante varios ciclos de reacción. Por otro lado, la reusabilidad de las 
enzimas depende de diversos factores, como son la inmovilización enzimática, las con-
diciones de reacción y el mecanismo catalítico a través del cual actúa la enzima. Por 
ejemplo, se ha estudiado el mecanismo de reacción de la enzima alcohol oxidasa, y se ha 
demostrado que durante la reacción esta enzima libera peróxido de hidrógeno (H2O2) 
que provoca su desactivación.  
Pese a la dificultad de combinar en un mismo reactor catalizadores químicos y enzimá-
ticos en la bibliografía podemos encontrar algunos ejemplos de procesos quimioenzimá-
ticos realizados en un mismo reactor, que demuestran el gran potencial de estos procesos. 
Por ejemplo, Caiazzo y col.93 propusieron un proceso en cascada para la producción de 
bifenilamidas, en la que se combinaba una amidación enzimática catalizada por la en-
zima lipasa, con una reacción de formación de enlaces C-N conocida como acoplamiento 
de Buchwald–Hartwig catalizada por paladio. Los autores encontraron que fue posible 
combinar ambas reacciones en un proceso en cascada con altos rendimientos y selecti-
vidades. Sin embargo, no estudiaron el efecto de la temperatura de reacción (100 ºC) en 
la enzima lipasa, que seguramente produciría la desactivación enzimática e impediría la 
reusabilidad del biocatalizador.    
Otro ejemplo, ampliamente estudiado por la comunidad científica, está orientado en la 
resolución de alcoholes racémicos usando la enzima lipasa acoplada con un catalizador 
metálico (homogéneo o heterogéneo). En este sistema la lipasa esterifica uno de los enan-
tiomeros mientras el catalizador metálico racemiza el enantiomero restante94  y es lo que 
se conoce como resolución cinética dinámica (Figura 1. 18). 
 







En estos sistemas la compatibilidad de la enzima y del catalizador químico es un pará-
metro crucial ya que en muchos casos tiene lugar la desactivación recíproca de la enzima 
y del catalizador químico.  
Debido a las dificultades anteriormente señaladas, una estrategia para llevar a cabo pro-
cesos quimioenzimáticos en cascada, es llevar a cabo las diferentes etapas en sistemas 
de reacción separados. De esta manera es posible combinar ambos procesos (químico y 
enzimático) ofreciendo a cada catalizador las condiciones de reacción óptimas. Así, se 
amplía considerablemente el rango de condiciones de reacción compatibles para el pro-
ceso en cascada, Figura 1. 19. 
 
 
Figura 1. 19. Reacciones quimioenzimáticas consecutivas en reactores separados. 
Un ejemplo de esta estrategia la utilizaron Grande y col.95 para la producción de 5-hi-
droximetilfurfural (5-HMF) (una molécula plataforma que proviene de la biomasa, con 
gran cantidad de aplicaciones) a partir de la glucosa. Los autores combinaron la enzima 
glucosa isomerasa, para transformar glucosa en fructosa en un reactor semicontinuo 
(SCR) y posteriormente el producto (fructosa) se sometió a deshidratación en un segundo 
reactor (SCR) utilizando ácido oxálico como catalizador, obteniéndose así el 5-HMF. 
Siguiendo esta estrategia, en esta Tesis Doctoral se ha llevado a cabo la preparación de 
productos de Química Fina de alto valor añadido con elevada quimio y estereoselectivi-
dad mediante procesos en cascada donde se combina una etapa quimiocatalizada con una 
biocatalizada que ocurren en reactores separados utilizando catalizadores heterogéneos 
y enzimas inmovilizadas respectivamente. Además, estos procesos se han implementado 
con éxito mediante la combinación de reactores de lecho fijo que permite la producción 












El objetivo general de esta Tesis Doctoral radica en la obtención de productos químicos 
de alto interés para la industria de la Química Fina, bajo los principios de la Química 
Verde, empleando como herramienta principal biocatalizadores y catalizadores químicos 
heterogéneos. Conforme al objetivo principal se plantean los siguientes objetivos espe-
cíficos:  
i) El primer objetivo se basa en la obtención de los flavonoides de alto valor
añadido (prunina y naringenina) a partir del flavonoide naringina mediante
la hidrólisis enzimática de la naringinasa. Para ello se estudiará la purifica-
ción de la naringinasa comercial y la inmovilización covalente sobre dos
soportes: el óxido de grafeno y la zeolita ITQ-2. Se comparará la actividad
de los derivados enzimáticos obtenidos, así como su selectividad y reusabi-
lidad. Por último, se estudiará la posibilidad de realizar el tratamiento enzi-
mático del zumo de pomelo para eliminar el sabor amargo en un reactor de
lecho fijo continuo.
ii) El segundo objetivo es el desarrollo de una nueva ruta sintética para la ob-
tención de alcoholes quirales a partir de la mezcla racémica, mediante un
proceso quimioenzimático en cascada. Para ello se estudiará inicialmente la
oxidación de Oppenauer del alcohol racémico en presencia de la zeolita Zr-
Beta. A continuación, se inmovilizará electrostáticamente la enzima alcohol
deshidrogenasa sobre la zeolita ITQ-2 y se estudiará la etapa de reducción
enantioselectiva de la cetona proquiral obtenida en la primera etapa. Por
último, se procederá al estudio del proceso quimioenzimático mediante el
acoplamiento de dos reactores en continuo de lecho fijo consecutivos el pri-
mero conteniendo la zeolita Zr-Beta y el segundo la enzima inmovilizada.
iii) El tercer objetivo es el diseño de una nueva ruta sintética para la obtención
de diésteres del 2,5-bis(hidroximetil)furano útiles como agentes plastifican-
tes mediante un proceso quimioenzimático en cascada. Para ello se estu-
diará la reducción químioselectiva del 5-hidroximetilfurfural a 2,5-bis(hi-
droximetil)furano en presencia de un catalizador de cobalto. A
continuación, se estudiará la trans(esterificación) del 2,5-bis(hidroxime-





Finalmente, se estudiará el proceso quimioenzimático utilizando dos reac-
tores en continuo de lecho fijo consecutivos el primero conteniendo el ca-
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Capítulo 3 Obtención selectiva de los 
flavonoides cítricos Prunina y Naringe-






Los flavonoides son compuestos polifenólicos presentes en vegetales, plantas y frutas, 
que tienen importantes efectos para la salud pues protegen al organismo del daño oxida-
tivo, debido a que su estructura química les permite la quelación con el hierro y otros 
metales. A su vez presentan efectos terapéuticos en diferentes patologías como el cáncer 
o la aterosclerosis.96–99 Estos compuestos fueron descubiertos por el premio Nobel Szent-
György (1930) quien consiguió aislar la citrina de la cascara del limón, compuesto que 
al ser consumido es capaz de regular la permeabilidad capilar.96  
Los flavonoides comparten una estructura típica C15 (Esquema 3. 1) y en función de sus 
características estructurales se pueden clasificar en:  
a) Antocianidinas, compuestos que presentan un grupo (–OH) en la posición 3 del anillo 
C y un doble enlace entre las posiciones C3-C4, el anillo fenólico (flavilio) funciona 
como un catión, se pueden encontrar en la col lombarda (Brassica oleracea).  
b) Flavonas, se caracterizan por presentar un carbonilo en la posición 4 y un doble enlace 
entre las posiciones C2-C3 del anillo C y se encuentran en las uvas o la miel.  
c) Flavanonas, compuestos que poseen un carbonilo en la posición C4 del anillo C y se 
pueden encontrar en cítricos como el pomelo.  
d) Flavanoles, se caracterizan por presentar un grupo (–OH) en la posición 3 del anillo 
C y pueden encontrarse en la familia de plantas catechu (Terra japonica). 
e) Flavonoles, poseen un grupo (–OH) en la posición 3 y un carbonilo en la posición 4 
del anillo C y se pueden encontrar en árboles como las acacias (Acacia greggii).  




Esquema 3. 1. Estructura química de los flavonoides. 
Los flavonoles y las flavonas se encuentran comúnmente como agliconas formando en-
laces O-glicosídicos donde los azúcares se encuentran unidos, preferentemente a la po-
sición C3 del anillo C o en la posición C7 del anillo A. El organismo humano no es capaz 
de producir estos compuestos así que deben ser adquiridos en la alimentación.  
La naringina es una flavanona glicosilada abundante en la piel, la membrana o en las 
semillas de los cítricos como el pomelo,100 siendo además uno de los compuestos más 
amargos del zumo de pomelo. Cuando la naringina se hidroliza libera la aglicona y mo-
nosacáridos reduciéndose considerablemente la sensación de amargor. La hidrólisis total 
de naringina genera la aglicona naringenina y los azúcares ramnosa y glucosa. Sin em-
bargo, mediante una hidrólisis parcial se obtiene el flavonoide glicosilado prunina (Es-
quema 3. 2). La prunina y naringenina son compuestos con un amplio rango de activida-
des biológicas como antioxidantes, antiinflamatorias, anticancerígenas, antivirales y 
neuroprotectores,101,102 por ello son compuestos muy valiosos en la industria farmacéu-
tica, cosmética y alimentaria.  
Sin embargo, la síntesis de la naringenina y en particular del flavonoide monoglicosilado, 
prunina, es complicada y normalmente produce reacciones secundarias dando lugar a 
una baja selectividad al compuesto deseado. Por ello, se recurre a la hidrólisis de la na-
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para hidrolizar la naringina es utilizar ácidos minerales,103 sin embargo el control del 
grado de hidrólisis es difícil y la selectividad a prunina o naringenina resultan ser bajas.  
Debido al amplio rango de actividades de estos flavonoides abundantes en cítricos, su 
demanda se ha incrementado en los últimos años. Sin embargo, la falta de procesos se-
lectivos y respetuosos con el medioambiente ha impedido su progreso a nivel comercial. 
Una alternativa para la producción selectiva de prunina y naringenina es la hidrólisis 
enzimática de naringina mediante la enzima naringinasa. La naringinasa (Ngsa) es un 
complejo proteico que contiene dos actividades enzimáticas una α-L-ramnosidasa y otra 
β-D-glucosidasa, siendo el código de clasificación enzimática EC 3.2.1.40 y EC 3.2.1.21 
respectivamente (Introducción). Esta enzima tiene importantes aplicaciones en la indus-
tria alimentaria y farmacéutica debido a la habilidad de la misma de hidrolizar flavonoi-
des glicósidos como la naringina, hesperidina y rutina,104,105 empleándose por ejemplo 
en la biosíntesis de antibióticos, esteroides106 y en la disminución del sabor amargo en 
los zumos de cítricos.107  
La naringinasa (Ngsa) cataliza la hidrólisis total de la naringina en ramnosa, glucosa y 
naringenina en dos pasos. En la primera etapa y debido a la actividad ramnosidasa, la 
naringina se hidroliza en ramnosa y prunina. En la segunda etapa, debido a su actividad 
glucosidasa, la naringinasa hidroliza la prunina en glucosa y naringenina104 (Esquema 3. 
2).  
 
Esquema 3. 2. Hidrólisis de la naringina en dos pasos en presencia de la naringinasa. 
Cabe mencionar que para producir la prunina selectivamente mediante la hidrólisis de 
naringina, la actividad glucosidasa debe ser suprimida. Esto puede realizarse mediante 
la desactivación térmica de la actividad glucosidasa o mediante la purificación de la frac-













Esquema 3. 3. Hidrólisis de la naringina en dos pasos en presencia de la naringinasa. 
Como se observa en el Esquema 3. 3, la naringinasa comercial (NgsaC) presenta las dos 
actividades α-L-ramnosidasa (EC 3.2.1.40) y otra β-D-glucosidasa (EC 3.2.1.21). Mien-
tras que la naringinasa purificada (NgsaP) presenta la actividad α-L-ramnosidasa (EC 
3.2.1.40). 
Por otra parte, y tal como se ha comentado en la introducción general de esta tesis, las 
enzimas inmovilizadas sobre soportes presentan una serie de ventajas frente a las enzi-
mas libres como son su fácil separación del medio de reacción, la posibilidad de reutilizar 
el biocatalizador, y en muchos casos su mayor estabilidad térmica. Todo ello es de gran 
importancia para la aplicación de los biocatalizadores a gran escala.  
Debido al interés industrial que presenta la naringinasa, existen en la literatura numero-
sos estudios sobre la inmovilización de esta enzima. Por ejemplo, la naringinasa ha sido 
inmovilizada en soportes tales como tanin-aminohexilcelulosa,110 quitina,111 films de tri-
acetato de celulosa (CTA),112 virutas de madera modificadas con glutaraldehído,113 
MCM-41,114 geles de alcohol polivinílico (PVA),115,116 grafeno117 y atrapada con algi-
nato.20–22  
Siguiendo con los objetivos de esta Tesis en este capítulo se presenta en primer lugar el 
estudio de la purificación de la naringinasa comercial (NgsaC), para obtener una narin-
ginasa purificada (NgsaP) capaz de realizar la síntesis selectiva de la prunina. En se-
gundo lugar, se presenta el estudio de la inmovilización de la naringinasa (P y C) a través 
de enlaces covalentes sobre soportes de alta área superficial como son el óxido de gra-
feno (OG) y una zeolita laminar (2D), la zeolita ITQ-2 pura sílice. Se presentan los re-
sultados de la actividad catalítica de la enzima soportada bajo distintas temperaturas y 
valores de pH utilizando el sustrato específico p-nitrofenil-α-L-Ramnopiranósido (Rha-
pNP), y su posible aplicación industrial para la obtención selectiva de prunina y narin-
genina. Finalmente, se presenta el estudio del procesamiento para la disminución del 
sabor amargo de un zumo de pomelo natural, en un sistema de reacción en continuo en 
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3.2.  Resultados y discusión 
3.2.1.  Purificación enzimática de la naringinasa proveniente del hongo Penicillium 
Decumbens (NgsaC) 
Como se ha comentado anteriormente, una manera de producir selectivamente la prunina 
mediante hidrólisis enzimática de naringina es mediante la utilización de una naringinasa 
con alta actividad α-L-ramnosidasa, lo cual se puede conseguir mediante la purificación 
de la enzima comercial (NgsaC). Dado el interés de la actividad ramnosidasa se han 
utilizado una variedad de métodos de purificación. La estrategia más común para la pu-
rificación de la naringinasa (NgsaC) es a través de dos cromatografías en columna con-
secutivas. En la primera, el crudo enzimático se pasa a través de una columna de inter-
cambio iónico que atrapa la enzima en su totalidad. Posteriormente usando una 
disolución de NaCl con un gradiente de concentración creciente, las fracciones enzimá-
ticas son recolectadas y dializadas. Por último, estas fracciones son purificadas mediante 
una segunda cromatografía de exclusión.118–123  
Los principales problemas de esta metodología son los largos tiempos necesarios para 
realizar las separaciones cromatográficas y en muchos casos la pérdida de actividad en-
zimática durante la purificación. En este trabajo la naringinasa comercial (NgsaC) ha 
sido purificada a través de un solo paso utilizando una resina de intercambio iónico. Para 
ello, tal y como se describe en la sección experimental, la enzima se pone en contacto 
con la resina de intercambio iónico, la proteína queda atrapada en la resina y posterior-
mente se desorbe mediante el uso de una disolución acuosa de NaCl con un gradiente 
creciente (25-1000 mM). La actividad α-L-ramnosidasa y β-D-glucosidasa de cada frac-
ción desorbida se evaluó usando los substratos específicos p-Nitrofenil-α-L-Ramnopira-
nósido (Rha-pNP) y p-Nitrofenil-β-D-Glucósido (Glc-pNP) Esquema (3. 4) y (3. 5) res-
pectivamente.  
 
Esquema 3. 4. Hidrólisis de p-Nitrofenil-α-L-Ramnopiranósido (Rha-pNP). 
Rha-pNP Rha pNP
α-L-ramnosidasa




Esquema 3. 5. Hidrólisis de p-Nitrofenil-β-D-Glucósido (Glc-pNP).  
Como se puede observar en la Figura 3. 1, la fracción enzimática con mayor actividad α-
L-ramnosidasa fue selectivamente desorbida con una disolución acuosa de NaCl 50 mM. 
 
Figura 3. 1. Estudio de desorción en la purificación de la naringinasa (NgsaC). (■) Actividad ramno-
sidasa (usando el sustrato p-Nitrofenil-α-L-Ramnopiranósido), (▲) Actividad glucosidasa (usando 
como sustrato el p-Nitrofenil-β-D-Glucósido).  
Para determinar la actividad enzimática una alícuota de la disolución enzimática (50 µL) 
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pNP) o (Glc-pNP) 5 mM. Después de 5 minutos, se añaden 0,8 mL de Na2CO3 (1 M) 
para detener la reacción y se mide la absorbancia a una longitud de onda λ = 405 nm 
usando un espectrofotómetro Uv-Vis, posteriormente se determina la cantidad de p-ni-
trofenol liberada usando la ley de Lamber Beer (sección experimental).  
 
Figura 3. 2. Electroforesis de la enzima naringinasa. Línea 1- Patrones de peso molecular (KDa); Línea 
2-Enzima purificada desorbida a 50 mM (Ngsa-P); Línea 3- Enzima desorbida a 100 mM; Línea 4- 
Enzima desorbida a 150 mM. 
La fracción proteica desorbida utilizando una disolución acuosa de NaCl 50 mM fue 
liofilizada y analizada mediante electroforesis en gel de poliacrilamida con dodecilsul-
fato sódico o (SDS-PAGE) (Figura 3. 2). 
 
Como puede observarse en la Figura 3. 2, se logró una fracción purificada del extracto 
comercial (NgsaC) con alta actividad ramnosidasa y un peso molecular de ~66 kDa que 
concuerda con el peso molecular descrito previamente para la α-L-ramnosidasa 
(NgsaP).109 Las actividades α-L-ramnosidasa y β-D-glucosidasa se compararon con los 
obtenidos utilizando la naringinasa comercial (NgsaC). Como se observa en la Tabla 3. 
1, la NgsaC antes y después de la diálisis presenta actividades α-L-ramnosidasa y β-D-
glucosidasa similares, lo que concuerda con lo descrito en la bibliografía.124 Sin em-
bargo, la enzima NgsaP presenta mayor actividad α-L-ramnosidasa siendo aproximada-
mente dos veces superior a la actividad de la enzima NgsaC.  
Tabla 3. 1. Actividades alfa-L-ramnosidasa y beta-D-glucosidasa de la naringinasa utilizando los 
reactivos (Rha-pNP) y (Glc-pNP) respectivamente. 










NgsaC 0,181 237,10 263,63 
NgsaC 
(dializada) 
0,196 224,37 245,20 
NgsaP 
(50 mM) 
0,098 422,32 47,53 
*mU: miliunidades 
Estos resultados nos indican que, siguiendo esta metodología de purificación sencilla, es 
posible aislar una facción enzimática de la enzima NgsaC con alta actividad α-L-ramno-
sidasa NgsaP, que nos permitiría obtener selectivamente prunina mediante la hidrólisis 
de naringina. Por lo tanto, siguiendo con nuestro objetivo se procedió a la inmovilización 
de la naringinasa (NgsaC y NgsaP) sobre distintos soportes. 
3.2.2. Inmovilización enzimática y caracterización del derivado enzimático 
3.2.2.1 Inmovilización de la naringinasa sobre óxido de grafeno (OG) 
La inmovilización de la naringinasa comercial (NgsaC) de Penicillium decumbens y la 
naringinasa purificada (NgsaP) con alta actividad α-L-ramnosidasa sobre OG se realizó 
incubando una disolución enzimática (3 mg de enzima, 1 mg/mL) con el soporte en una 
disolución tampón de fosfato a pH = 7 (sección experimental). Para determinar la canti-
dad de la enzima inmovilizada se tomaron distintas alícuotas con el tiempo y la cantidad 
de proteína presente en disolución se determinó mediante la prueba de ácido bicinconí-
nico.125 Por ultimo, se retiró el sobrenadante, y se lavó el sólido con la disolución tampón 
de fosfato pH = 7 hasta que no se observó proteína en la disolución de lavado. Los re-
sultados mostraron (Tabla 3. 2) que después de 3 h, la cantidad de enzima (NgsaC) in-
movilizada sobre OG fue de ~66 %, que corresponde a 40 mg de enzima/g de OG, mien-
tras que después de 24 h, la cantidad de enzima inmovilizada fue de ~100 %, que 
corresponde a 60 mg de enzima/g de OG (Tabla 3. 2). En el caso de la enzima NgsaP, 
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Tabla 3. 2. Porcentaje de la naringinasa (NgsaC) inmovilizada sobre OG y OGR en función del 
tiempo. 
Tiempo (h) OG (%)a OGR (%)a 
0 0 0 
3 66 n.d. 
24 100 65 
a) Los datos de NgsaC y NgsaP son similares; n.d: no determinado. 
El soporte OG, se caracterizó por análisis elemental (Tabla 3. 3) y espectroscopía de 
transmisión de infrarrojo con transformada de Fourier (FTIR). El análisis elemental mos-
tró que el soporte (OG) está altamente oxigenado. 
 
Tabla 3. 3. Análisis químico de los soportes OG y OGR. 
Soporte N% C% H% 
OG - 45,60 2,50 
OGR - 79,30 1,30 
 
En el análisis espectroscópico (FTIR) (Figura 3. 3(a)) se observan las bandas de vibra-
ción del OG correspondientes a las vibraciones de los grupos -OH (3370 cm-1), -C = O 
(1725 cm-1) y -CO (1360 cm-1), junto con una banda a 1575 cm-1 asociada a C = C de 
anillos aromáticos. Además, la presencia de los grupos epóxido se confirma por las ban-
das características a 1230 cm-1, 1056 cm-1 y 845 cm-1 asociadas con las vibraciones si-
métricas y asimétricas de estiramiento, respectivamente. Estos resultados indican la exis-
tencia de grupos funcionales que contienen oxígeno en las nano-láminas del OG, al 
menos ácidos y epóxidos, a través de los cuales la enzima podría ser inmovilizada cova-
lentemente.  




Figura 3. 3. FTIR del OG(a) y OGR (b) a 80 °C. 
Además, la morfología del OG se caracterizó por imágenes de microscopio de fuerza 
atómica (AFM) y de microscopía electrónica de trasmisión (TEM). La imagen en sección 
transversal del AFM indica que el grosor del OG está comprendido entre 0,6 y 1,1 nm 
(Figura 3. 4A y 3. 4C), mientras que la imagen de TEM (Figura 3. 4B) confirma la es-
tructura de nano-láminas de OG. 




















































Figura 3. 4. A) Imagen de AFM OG; B) Imagen de TEM OG; C) Altura de la imagen de AFM. 
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Tras la inmovilización de la naringinasa comercial (NgsaC@OG) (60 mg/g) en las imá-
genes de (AFM) se observan manchas brillantes en la superficie del OG correspondientes 
a la enzima inmovilizada. Además, se observa que el grosor de la nano-lamina corres-
pondiente a NgsaC@OG es de aproximadamente (3-5,5 nm) (Figura 3. 5C) lo que es 
sustancialmente mayor al correspondiente al del OG (~ 0,6-1,1 nm) (Figura 3. 4C), lo 
que confirma la inmovilización de la naringinasa en la superficie de OG. El radio mínimo 
de las proteínas se puede estimar teóricamente a partir del peso molecular.126 Según el 
análisis de SDS-PAGE (Figura 3. 2), la NgsaC es un complejo enzimático con un peso 
molecular en el rango de 33 a 97 KDa. A partir de estos valores, se puede estimar un 
radio mínimo de 2,12 a 3,03 nm, lo que concuerda con el espesor determinado por AFM. 
Por otro lado, las imágenes de (TEM) mostraron que la estructura del óxido de grafeno 
se mantiene después del proceso de inmovilización (Figura 3. 5B).  
Según lo descrito en literatura la inmovilización de enzimas sobre OG puede ser el re-
sultado de diferentes interacciones, incluidas las interacciones electrostáticas, hidrofóbi-
cas e interacciones π-π.72 Sin embargo, la presencia de grupos funcionales oxigenados 
reactivos en el OG como son los grupos carbonilo, carboxilo y epóxido, también brinda 
la posibilidad de formar enlaces covalentes, probablemente por reacción con los grupos 
nucleofílicos de la enzima. Sin embargo, esta interacción covalente de las enzimas con 
OG generalmente ocurre a una velocidad de reacción lenta.73 Por ello es razonable supo-
ner que en nuestro caso después de 24 h de incubación, la enzima se ha unido principal-
mente de manera covalente al OG. De hecho, se pueden descartar las interacciones elec-
trostáticas debido a que el punto isoeléctrico de la naringinasa está a un pH de ~ 5. Eso 
significa que tiene una carga neta positiva a un pH inferior a 5 y una carga neta negativa 
a un pH superior a 5. La determinación del potencial zeta del OG indicó que las láminas 
están cargadas negativamente a pH = 7. Este resultado concuerda con el estudio de Zhang 
y col.73 donde se indica que las láminas de OG se cargan negativamente en disoluciones 
acuosas con un rango de pH entre 4 y 11. Por lo tanto, no se espera que ocurran interac-
ciones electrostáticas entre la enzima y el OG al pH de inmovilización (pH = 7). Sin 
embargo, para descartar este tipo de interacciones, la NgsaC se inmovilizó sobre OG 
(NgsaC@OG) a diferentes valores de pH (4,5, 7 y 10). Posteriormente las tres muestras 
fueron tratadas con una disolución acuosa de NaCl con un gradiente creciente, primero 
0,5 M y posteriormente con una concentración de 1 M durante 2 horas (cada etapa) para 
determinar el grado de desorción de la enzima. Como se observa en la Tabla 3. 4 cuando 
la inmovilización fue realizada a pH < 5 se observó desorción de la proteína. Mientras 
que no se observó desorción cuando la NgsaC fue inmovilizada a mayores valores de 





 Obtención selectiva de los flavonoides cítricos  Prunina y Naringenina mediante hidrólisis enzimática de Naringina 
 
57 




a Proteína desorbida 
(0,5 M NaCl) 
a Proteína desorbida 
(1 M NaCl) 
% Proteína total desorbida 
4,5 0,8 3,2 2,7 
7 0 0 0 
10 0 0 0 
a (µg enzima/mL). 
Por otra parte, y con fines comparativos se inmovilizó la naringinasa comercial sobre 
óxido de grafeno reducido (NgsaC@OGR) bajo las mismas condiciones. El soporte 
OGR, se caracterizó por análisis elemental (Tabla 3. 3) y espectroscopia FTIR. El análi-
sis elemental mostró que el soporte OGR contiene menor cantidad de oxígeno con res-
pecto al OG, lo que está de acuerdo con las bandas de absorción observadas por espec-
troscopía FTIR (Figura 3. 3b). La inmovilización de la NgsaC se llevó a cabo en las 
mismas condiciones que para el OG y tal como se observa en la Tabla 3. 2, el porcentaje 
de inmovilización sobre el OGR después de 24 h es muy inferior al observado con OG 
correspondiendo aproximadamente a 40 mg de enzima/g soporte. 
 
A continuación, se llevaron a cabo unos experimentos preliminares sobre la actividad 
catalítica de la NgsaC@OG y NgsaC@OGR con una carga de enzima similar (40 mg de 
enzima/g de soporte) utilizando naringina como sustrato. Como se puede observar en la 
Figura 3. 6 la conversión obtenida con la enzima NgsC@OG(3h) fue considerablemente 
superior (74 %) a la obtenida cuando el soporte fue OGR (24 %). Aunque ambos deri-
vados enzimáticos fueron estables durante 3 ciclos de reacción consecutivos.  
 
Figura 3. 6. Estudio de la conversión catalítica en la hidrólisis de la naringina en presencia de 
NgsC@OG(3h) y NgsC@OGR(24h). Conversión NgsC@OG(3h) (■) y NgsC@OGR(24h) (■). Con-
diciones de reacción: (50 mg de NgsC@OG(3h) o NgsaC@OGR(24h) con 8,6 mM del sustrato narin-
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Esta diferencia de actividad de ambos derivados enzimáticos se puede atribuir a la mayor 
hidrofobicidad del OGR, que le confiere menor dispersabilidad en agua, y por lo tanto 
menor interacción entre el biocatalizador y el sustrato naringina. De hecho, estos resul-
tados estarían de acuerdo con lo descrito en bibliografía donde se encuentra que la 
NgsC@OGR aumenta considerablemente su actividad cuando se aumenta la dispersabi-
lidad de OGR en agua mediante la adición de surfactantes en el medio de reacción.117 
3.2.2.2 Inmovilización de naringinasa sobre la zeolita ITQ-2 pura sílice 
La elevada área superficial de los materiales silíceos nanoestructurados junto con la po-
sibilidad de modificar su superficie con distintos grupos funcionales los convierten en 
excelentes soportes para la inmovilización enzimática. Sin embargo, los tamices mole-
culares mesoporosos con diámetro de poro grande tales como MCM-41 y SBA-15, que 
tienen un gran potencial como soportes para la inmovilización de enzimas, poseen limi-
taciones asociadas a su limitada estabilidad en medios acuosos y al hecho de que el gran 
volumen estérico de muchos enzimas puede producir el bloqueo de los mesoporos. 
Comparativamente, la zeolita deslaminada ITQ-2 posee importantes ventajas con res-
pecto a los materiales mesoporosos para la inmovilización de enzimas como son su ele-
vada superficie externa (aproximadamente 600 m2g-1) con grupos silanoles regularmente 
distribuidos127  y su alta estabilidad en medios acuosos. Estas características confieren a 
este material un gran potencial como soporte enzimático, superando los problemas aso-
ciados con el uso de los tamices moleculares mesoporosos. 
Por ello se realizó un estudio de la inmovilización de la naringinasa (C y P) sobre la 
zeolita ITQ-2 pura sílice. Para ello en primer lugar, la superficie de la zeolita ITQ-2 pura 
sílice se funcionalizó con grupos amino mediante el tratamiento del material primero con 
3-(aminopropil)trietoxisilano (NITQ-2) y posteriormente con glutaraldehído obtenién-
dose así, una zeolita ITQ-2 modificada con grupos aldehído sobre su superficie (GITQ-
2) capaces de reaccionar con los grupos amino de la enzima generando enlaces covalen-
tes.128 De esta manera se genera una capa estable de enzima con excelente accesibilidad 
al sustrato, y además, limita la lixiviación de la enzima en el medio de reacción. 
La zeolita ITQ-2, y las zeolitas modificadas NITQ-2 y GITQ-2 se caracterizaron por 
espectroscopia FTIR (Figura 3. 7). En la Figura 3. 7(A)(a) se observa las bandas de vi-
bración correspondientes a los grupos Si-OH, de la zeolita ITQ-2 pura sílice a 3741 cm-
1. Después de la modificación química con (3-aminopropil)trietoxisilano, se observa la 
aparición de las bandas de vibración de estiramiento de los grupos amino a 3425, 1660 
cm-1 junto con las bandas de vibración de los grupos -CH2 (2977 cm-1, 2931 cm-1 y 2865 
cm-1) asociadas a la cadena de (3-aminopropil)trietoxisilano (Figura 3. 7(B)(b)). La pre-
sencia de nitrógeno en esta muestra (NITQ-2) también se confirmó mediante el análisis 
elemental (Tabla 3. 5). Después del tratamiento con glutaraldehído es posible observar 
el aumento en la intensidad de la vibración del grupo -CH2 (Figura 3. 7(B)(c)). Además, 
la aparición de bandas de vibración a 2842 cm-1 y 1725 cm-1 asociadas a C-H y C = O 
 Obtención selectiva de los flavonoides cítricos  Prunina y Naringenina mediante hidrólisis enzimática de Naringina 
 
59 
respectivamente, confirma la presencia de grupos aldehído en la superficie de GITQ-2 a 
través de los cuales la enzima podría inmovilizarse covalentemente.  
 
Figura 3. 7. Espectroscopía FTIR de (a) ITQ-2, (b) NITQ-2 y (c) GITQ-2 a 200 °C. 
Tabla 3. 5. Análisis químico de los soportes de silicio. 
Soporte N% C% H% 
ITQ-2 - 0,15 0,33 
NITQ-2 1,55 8,54 1,63 
GITQ-2 1,19 10,18 1,84 
Beta - 0,21 0,34 
NBeta 1,02 8,48 1,41 
GBeta 0,73 12,58 1,83 
MCM-41 - 0,08 0,37 
NMCM-41 2,07 8,97 2,29 
GMCM-41 1,45 21,53 3,49 
 
El material GITQ-2 fue caracterizado por microscopio electrónico de barrido de emisión 
de campo (FESEM), y mostró las láminas características del material, así como irregu-


































Figura 3. 8. Imagen de FSEM del material GITQ-2. 
La inmovilización de la NgsaC (3 mg) sobre GITQ-2 se realizó incubando 100 mg de 
soporte con la disolución enzimática (1 mg/mL) en una disolución tampón fosfato a pH 
= 7 (sección experimental). Para determinar la cantidad de la enzima inmovilizada se 
tomaron distintas alícuotas del sobrenadante a distintos tiempos y la cantidad de proteína 
presente en disolución se determinó mediante la prueba de ácido bicinconínico.125  Por 
ultimo, se retiró el sobrenadante, y se lavó el sólido con la disolución tampón de fostato 
pH = 7 (100 mM) hasta que no se observó proteína en disolución. Como se observa en 
la Figura 3. 9 y Figura 3. 10, después de 24 h, la cantidad de enzima inmovilizada fue de 
aproximadamente 100 %, que corresponde a 30 mg / g de GITQ-2, en ambos materiales 
NgsaC@GITQ-2 y NgsaP@GITQ-2. 




Figura 3. 9. Cinética de inmovilización de la (NgsaC) sobre la zeolita GITQ-2  (NgsaC@GITQ-2). 
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Con fines comparativos, la NgsaC también se inmovilizó sobre dos materiales silíceos 
nanoestructurados, el tamiz molecular mesoporoso MCM-41 y una zeolita Beta nano-
cristalina. La caracterización de los soportes modificados mediante espectroscopia FTIR 
(Figuras 3. 11 y 3. 12), indicaron, al igual que en el caso de la zeolita ITQ-2, la aparición 
de las bandas características después de cada modificación del soporte, mientras que en 
la Tabla 3. 5 se incluye el análisis químico de los distintos materiales.  
 
Figura 3. 11. Espectroscopía FTIR de (a) MCM-41, (b) NMCM-41 y (c) GMCM-41 a 200 °C. 



































Figura 3. 12. Espectroscopía FTIR de la zeolita (a) Beta, (b) NBeta y (c) GBeta a 200 °C. 
La cantidad de la enzima inmovilizada fue en ambos casos considerablemente más baja 
que la observada en el caso de GITQ-2 (Tabla 3. 6), siendo el orden en el grado de in-
movilización: GITQ-2> GBeta> GMCM-41. 
Tabla 3. 6. Inmovilización de NgsaC sobre diferentes materiales. 




Condiciones de reacción: La inmovilización de la enzima (NgsaC) se realizó a partir de una mezcla de 
100 mg de soporte dispersados en 3 mL de disolución tampón de fosfato (PBS) pH = 7 (100 mM) y se 
le agregaron 3 mg de NgsaC (1 mg/mL), 24 horas. 
 
Estos resultados pueden explicarse considerando la variación del área superficial de estos 
materiales después de la modificación con glutaraldehído (Tabla 3. 7). Como se puede 
observar, en el caso de la zeolita Beta tanto la superficie externa como el área de la 
superficie interna disminuyen considerablemente. El área de la superficie interna se re-
duce de 406 a 110 m2g-1, lo que indica un bloqueo de los microporos del soporte después 
c
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del tratamiento con glutaraldehído. En el caso del material mesoporoso (MCM-41), que 
se caracteriza por su alta área de mesoporo (1198 m2g-1), después de la modificación con 
glutaraldehído, el área del mesoporo se reduce drásticamente a 49 m2g-1 debido al blo-
queo del mesoporo durante la funcionalización del material. Por lo tanto, esta superficie 
interna apenas contribuye a la inmovilización de la enzima. Sin embargo, en el caso de 
la zeolita ITQ-2, después de la modificación con glutaraldehído, el área de la superficie 
externa se mantiene muy alta (236 m2g-1), lo que ofrece una superficie funcionalizada 
altamente expuesta donde la enzima puede interaccionar. Esto debería reflejarse en la 
actividad catalítica que debería ser directamente proporcional a la cantidad de enzima 
presente en la superficie del sólido. Como se puede observar en la Tabla 3. 8, donde se 
presenta la conversión catalítica (conversión de naringina después de 30 min) para los 
diferentes derivados enzimáticos, la conversión está claramente relacionada con la can-
tidad de enzima inmovilizada, esto es NgsaC@GITQ-2> 
NgsaC@GBeta>NgsaC@GMCM-41. 
 








ITQ-2 512 59 453 
GITQ-2 273 37 236 
NgsaC@GITQ-2 121 23 98 
Beta 580 406 174 
GBeta 270 110 160 
NgsaC@GBeta 97 5 92 
MCM-41 1198 - - 
GMCM-41 49 - - 
NgsaC@GMCM-41 8 - - 
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Condiciones de reacción: 100 mg de biocatalizador, 8,6 mM del sustrato naringina, en 3 mL de tampón 
de citrato 50 mM (pH = 4,5) a 50 ºC durante 30 minutos. 
3.2.3. Propiedades Catalíticas de la naringinasa (C y P) soportada sobre OG y GITQ-
2 
3.2.3.1  Estudio de la influencia del pH en la actividad enzimática 
Un parámetro importante que controla la actividad catalítica y estabilidad de un enzima 
es el pH del medio de reacción. Particularmente, en el caso de la naringinasa, donde una 
de sus aplicaciones es la reducción del sabor amargo de los zumos de cítricos, y donde 
el valor de pH del zumo puede tener un impacto importante en la actividad y estabilidad 
de la enzima. Por ello, se determinó la actividad catalítica de la naringinasa inmovilizada 
(Ngsa(C y P)@OG) y (Ngsa(C y P)@GITQ-2) en función del pH en la hidrólisis del 
compuesto p-Nitrofenil-α-L-Ramnopiranósido (Rha-pNP) en un rango de pH de 3 a 8 
(sección experimental). En la Figura 3. 13 y 3. 14 se presenta la actividad relativa, de los 
biocatalizadores Ngsa(C y P)@OG y (Ngsa(C y P)@GITQ-2 en función del pH y se 
compara con la actividad de la enzima libre Ngsa(C y P). La actividad relativa se define 
como la actividad enzimática (µmol de p-nitrofenol por minuto) de la muestra de interés 
frente a la actividad enzimática de la enzima libre en las mismas condiciones, expresada 
en forma porcentual. 
Como se puede observar, el pH óptimo (4,5) es el mismo para la enzima inmovilizada y 
la enzima libre. Estos resultados indican que la distribución de protones entre la fase 
acuosa y el centro activo de la enzima no se ve modificado por el soporte.72,116  








Figura 3. 13. Actividad relativa en función del pH en la hidrólisis de Rha-pNP para la naringinasa libre 
e inmovilizada sobre OG: (♦) NgsaC, (■) NgsaP, (●) NgsaC@OG y (▲) NgsaP@OG. 
 
Figura 3. 14. Actividad relativa en función del pH en la hidrólisis de Rha-pNP para la naringinasa libre 
e inmovilizada sobre GITQ-2: (♦) NgsaC, (■) NgsaP, (■) NgsaC@GITQ-2 y (▲) NgsaP@GITQ-2. 
Este resultado concuerda con resultados previos donde la naringinasa fue inmovilizada 
sobre tanin-aminohexilcelulosa 110 y geles de alcohol polivinílico (PVA) 116 respectiva-
mente. Así, el hecho de que la naringinasa inmovilizada sobre OG y GITQ-2 pueda ope-
rar con alta actividad a niveles de pH similares a los de los zumos cítricos (inferiores a 
5) es una característica muy importante para su aplicación en el tratamiento de los zumos 
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3.2.3.2 Estudio del efecto de la temperatura sobre la velocidad de reacción 
La determinación del efecto de la temperatura sobre la actividad catalítica del derivado 
enzimático es también un parámetro importante, ya que el equilibrio entre el efecto de la 
temperatura sobre la velocidad de la reacción enzimática y la velocidad de degradación 
de la enzima establece la existencia de una temperatura óptima de operación.129 
Así, la actividad ramnosidasa de la enzima Ngsa (C y P) en su forma libre e inmovilizada 
sobre OG y GITQ-2 en función de la temperatura, se determinó mediante la hidrólisis de 
p-nitrofenil-α-L-ramnopiranósido (Rha-pNP). Como se observa en la Figura 3. 15, la 
temperatura óptima para la enzima NgsaC en la forma libre e inmovilizada sobre OG se 
encuentra entre 70-75 ºC, mientras que la temperatura óptima para la enzima NgsaP en 
la forma libre e inmovilizada sobre OG es entre 60-65 °C. Resultados similares se obtu-
vieron para las enzimas Ngsa(C y P)@GITQ-2 siendo el óptimo entre 55-70 °C ver (Fi-
gura 3. 16).   
Por lo tanto, los resultados indican que la enzima NgsaC es ligeramente más estable que 
la enzima NgsaP, y ambas enzimas inmovilizadas presentan una actividad similar con la 
temperatura. Además, se observó que la actividad de las enzimas inmovilizadas se vio 
menos afectada por la temperatura que la enzima libre, lo que indica que la inmoviliza-
ción estabiliza la estructura de la enzima frente la desnaturalización, tal y como se com-
prueba más adelante con los experimentos de estabilidad térmica de estos biocatalizado-
res. 
 
Figura 3. 15. Actividad relativa determinada mediante la hidrólisis de Rha-pNP en función de la tem-






























Figura 3. 16. Actividad relativa determinada mediante la hidrólisis de Rha-pNP en función de la tem-
peratura para la naringinasa libre e inmovilizada sobre GITQ-2: (♦) NgsaC, (■) NgsaP, (■) 
NgsaC@GITQ-2 y (▲) NgsaP@GITQ-2. 
3.2.3.3 Determinación de las constantes de Michaelis-Menten (KM) 
La velocidad de una reacción catalizada por una enzima depende de la concentración de 
sustrato, la temperatura, la presencia de inhibidores y el valor de pH de la reacción. La 
constante (KM) es un parámetro que en condiciones de concentración de enzima, pH y 
temperatura constantes, nos informa de la afinidad que tiene la enzima por el sustrato, 
(Introducción).  
Con objeto de determinar las contantes de Michaelis-Menten, el efecto de la concentra-
ción de sustrato en la actividad de la enzima Ngsa (C y P) e inmovilizadas se determinó 
midiendo las velocidades iniciales de reacción. Para ello se usó el sustrato Rha-pNP en 
un rango de concentraciones entre 0,006 y 0,312 mM manteniendo constante el tiempo 
de reacción (10 min). Los valores de las constantes de Michaelis (KM) fueron determi-
nadas mediante los diagramas de Lineweaver-Burk (Figura 3. 17 y 3. 18). Los valores 
de las constantes KM fueron 1,87 y 1,80 mM para la enzima NgsaC y NgsaP respectiva-
mente. Estos resultados son similares a los publicados por Romero y col.130 que encon-
traron un valor de KM de 1,52 utilizando el mismo sustrato (p-nitrofenil-α-L-ramnopira-
nósido). Para los biocatalizadores Ngsa (C y P)@OG se observó que los valores de KM 
fueron 0,80 y 0,61 mM respectivamente, considerablemente más bajos que la enzima en 
forma libre (Figura 3. 17 y 3. 18), lo que indica una mayor afinidad por el sustrato cuando 
la enzima se inmoviliza sobre OG. Cuando se utilizaron los biocatalizadores Ngsa (C y 
P)@GITQ-2, se observó una disminución aún mayor en los valores de KM siendo de 0,32 
y 0,16 mM para la NgsaC@GITQ-2 y NgsaP@GITQ-2 respectivamente (Figuras 3. 17 
y 3. 18). Estos resultados deben ser atribuidos a una mayor exposición de los centros 
activos de la enzima como consecuencia de la inmovilización covalente sobre los sopor-





























Figura 3. 17. Representación de Lineweaver-Burk de la enzima NgsaC e inmovilizada: (―●―) 
NgsaC@OG, (―♦―) NgsaC, (―■―) NgsaC@ GITQ-2. 
 
Figura 3. 18. Representación de Lineweaver-Burk de la enzima NgsaP e inmovilizada. (---▲---) 
NgsaP@OG, (―■―) NgsaP y (―▲―) NgsaP @GITQ-2. 
En la Tabla 3. 9 se resumen los valores de KM obtenidos para la naringinasa libre e in-
movilizada sobre OG y GITQ-2 y se comparan con los descritos en la bibliografía con 
































Obtención selectiva de los flavonoides cítricos  Prunina y Naringenina mediante hidrólisis enzimática de Naringina  
 
70 
es el cociente entre la KM de la enzima libre dividida por el KM de la naringinasa inmo-
vilizada) para los diferentes biocatalizadores. Como se puede observar, el valor de CKM 
encontrado en este trabajo se encuentra entre los más altos de los descritos en la biblio-
grafía, mostrando un incremento de la afinidad del sustrato por la enzima tras su inmo-
vilización sobre OG y GITQ-2. 
Tabla 3. 9. Valores de KM para la naringinasa en su forma libre e inmovilizada. 
Enzima 
KM (mM) 
CKM Soporte Ref. Libre Inmovilizada 
Naringinasa Penicillum 
sp. 
3,60 2,10 1,71  (CTA) 112 
Naringinasa Penicillum 
decubens 






8,40 10,00 0,84 Camas de alginato 20 
Naringinasa Penicillum 
sp. 
5,00 2,00 2,50 Virutas de madera 113 

























CTA: Films de Celulosa; PVA: alcohol polivinílico; CKM: KM Naringinasa libre/KM Naringinasa in-
movilizada; ETD: Esta Tesis Doctoral. 
3.2.3.4 Estudio de la estabilidad térmica del derivado enzimático 
La estabilidad térmica de la enzima inmovilizada es un parámetro muy importante para 
las aplicaciones industriales a gran escala ya que ésta determinará la estabilidad operativa 
del biocatalizador. Para determinar la estabilidad térmica de Ngsa (C y P) e inmovilizada 
se expusieron por separado a temperaturas crecientes entre 30 y 100 °C durante 1 h. 
Después, se le añadió el sustrato Rha-pNP y se llevó a cabo el ensayo para determinar la 
actividad catalítica residual. Como se puede observar en la Figura 3. 19 y 3. 20, la acti-
vidad de las enzimas libres e inmovilizadas permanece constante hasta 70 °C. Sin em-
bargo, a temperaturas superiores, la actividad de las enzimas Ngsa(C y P)@OG y Ngsa(C 
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y P)@GITQ-2 es considerablemente mayor que las enzimas libres Ngsa(C y P). Cuando 
se sometieron a 85 °C, las enzimas inmovilizadas retuvieron su actividad enzimática por 
encima del 80-90 %. Sin embargo, las enzimas libres solo retuvieron el 40 %. Estos 
resultados indican que la inmovilización genera un aumento considerable en la estabili-
dad térmica de la enzima. Aparentemente, la inmovilización de la naringinasa sobre OG 
y GITQ-2 genera una mejor estabilización frente a la desnaturalización térmica en com-
paración con la naringinasa libre. En la siguiente sección se mostrará cómo la alta esta-
bilidad de la naringinasa inmovilizada sobre OG y GITQ-2 permite realizar varios reúsos 
consecutivos sin pérdida de actividad.  
 
Figura 3. 19. Resultados de estabilidad térmica de la naringinasa libre e inmovilizada utilizando Rha-
pNP: (♦) NgsaC, (■) NgsaP, (●) NgsaC@OG y (▲) NgsaP@OG. 
 
Figura 3. 20. Estudio de la estabilidad térmica de la naringinasa libre e inmovilizada utilizando como 
sustrato Rha-pNP: (♦) NgsaC, (■) NgsaP, (■) NgsaC@GITQ-2 y (▲) NgsaP@GITQ-2. 
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Para estudiar la estabilidad de la naringinasa inmovilizada con el tiempo de almacena-
miento, la hidrólisis de la naringina fue comprobada después de 10 y 20 días de almace-
namiento. Como se puede ver en la Figura 3. 21, la conversión catalítica de la naringina, 
se mantuvo intacta después de 20 días de almacenamiento, mostrando la alta estabilidad 
en el tiempo de las enzimas inmovilizadas NgsaC@OG y NgsaC@GITQ-2. 
 
Figura 3. 21. Conversión de naringina después de diferentes tiempos de almacenaje utilizando 
NgsaC@OG (●) y NgsaC@GITQ-2 (■). 
3.2.4. Aplicación industrial de los biocatalizadores 
3.2.4.1 Producción de Naringenina y Prunina y estudio de estabilidad catalítica 
Como se ha comentado, una ventaja importante de la enzima inmovilizada es que se 
puede separar fácilmente de los medios de reacción, y también permite la utilización de 
reactores en continuo. Estas características pueden reducir significativamente el coste 
del proceso industrial siempre que el derivado enzimático sea estable y mantenga su 
actividad catalítica. De esta manera, para estudiar la estabilidad y capacidad de produc-
ción de prunina y naringenina se llevó a cabo la hidrólisis de la naringina como sustrato 
utilizando los biocatalizadores Ngsa(C y P) inmovilizados sobre OG y GITQ-2.  
En primer lugar, se determinó lo que se conoce como actividad recuperada de la enzima 
tras la inmovilización. Para ello se comparó la actividad de una cierta cantidad de enzima 
libre en la hidrólisis de la naringina, con la actividad de la cantidad total de enzima in-
movilizada (sección experimental). Los resultados mostraron que la actividad recuperada 
de los biocatalizadores NgsaP@OG y NgsaC@OG fue de 91 % y 86 % respectivamente. 
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y 91 % respectivamente, lo que indica una alta actividad de ambas enzimas inmoviliza-
das con respecto a la enzima libre.  
Para determinar la estabilidad catalítica de las enzimas inmovilizadas se realizaron varios 
ciclos de reacción consecutivos con el mismo biocatalizador. Así, después del primer 
ciclo, la mezcla de reacción se centrifugó para eliminar el sobrenadante y la naringinasa 
inmovilizada se lavó repetidamente, y posteriormente la conversión se ensayó de nuevo. 
Los ciclos catalíticos de la naringinasa (P y C) inmovilizada sobre OG y GITQ-2 se 
presentan en las Figuras 3. 22 y 3. 23 respectivamente. 
 
Figura 3. 22. Resultados de la hidrólisis de naringina tras varios ciclos consecutivos utilizando: a) 
NgsaC@OG, b) NgsaP@OG. (■) Conversión (■) Selectividad a Naringenina(a) o Prunina(b) a 50 ºC 
durante 30 min. 
 
Figura 3. 23. Resultados de la hidrólisis de naringina tras varios ciclos consecutivos utilizando a) 
NgsaC@GITQ-2 y b) NgsaP@GITQ-2: (■) Conversión, (■) Selectividad a Naringenina(a) o Prunina(b) 
a 50 ºC durante 30 min. 
Como se puede observar, la conversión de naringina se mantiene durante 10 ciclos con-
secutivos, así como la selectividad a naringenina (Figura 3. 22a y 3. 23a) o a prunina 
(Figura 3. 22b y 3. 23b), lo que indica la alta estabilidad de las enzimas inmovilizadas.  
En términos de la capacidad de producción de prunina después de diez ciclos (Tabla 3. 
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NgsaP inmovilizadas sobre OG y GITQ-2 respectivamente. Respecto a la Naringenina 
se pudieron obtener 14,4 mg de naringenina/mg de NgsaC y 10,2 mg de naringenina/mg 
de NgsaC inmovilizadas sobre OG y GITQ-2 respectivamente. Los ciclos catalíticos de 
la naringinasa pura se continuaron y, después de 25 ciclos, se obtuvieron 86,5 mg de 
prunina/mg de NgsaP y 70,3 mg de prunina/mg de NgsaP inmovilizadas sobre OG y 
GITQ-2 respectivamente. Estos resultados nos permiten concluir que la capacidad de 
producción de prunina y naringenina de ambos derivados enzimáticos es muy similar.  











10 34,6 14,4 
25 86,5 - 
GITQ-2 10 28,2 10,2 
25 70,3 - 
 
Por otra parte, la estabilidad a largo plazo, así como la productividad (TON), definida 
como los mg de naringina hidrolizada por mg de derivado enzimático, de Ngsa(P y 
C)@OG y Ngsa(P y C)@GITQ-2, fueron comparados con los descritos en la bibliografía 
que usan naringinasa inmovilizada en diferentes soportes (Tabla 3. 11). Como se puede 
observar en la mayoría de los ejemplos que se presentan el biocatalizador no es estable 
y los que se declaran estables poseen un TON más bajo, demostrando que nuestros bio-
catalizadores presentan una productividad superior a la observada en la literatura. Esto 
es de especial relevancia desde el punto de vista de la producción a gran escala de prunina 
y naringenina a través de un método ecológico y económicamente viable. Por lo tanto, 
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Tabla 3. 11. Comparación de la estabilidad a largo plazo y la capacidad de producción de la naringi-
nasa inmovilizada sobre distintos materiales. 
 
a TON se define como mg naringina hidrolizados / mg de derivado enzimático. b mg rutina hidrolizados 
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3.2.4.2 Tratamiento del Zumo de pomelo para reducir el sabor amargo 
Los zumos cítricos son ricos en vitamina C y flavonoides cuyos efectos beneficiosos 
para la salud están reconocidos, sin embargo, en muchos casos, el sabor amago de los 
zumos debe ser ajustado antes de su comercialización para ser aceptados por los consu-
midores. Con este objetivo se han utilizado una gran variedad de métodos fisicoquími-
cos, que incluyen métodos de absorción, tratamientos químicos y enzimáticos.134 Sin 
embargo, los métodos fisicoquímicos presentan el problema de la pérdida de propiedades 
organolépticas intrínsecas de los zumos,  siendo los métodos enzimáticos los que pre-
sentan  mayor  potencial en la industria alimentaria. 
Los excelentes resultados en términos de actividad y estabilidad mostrados por la narin-
ginasa inmovilizada sobre GITQ-2 nos llevaron a estudiar su aplicabilidad para reducir 
el sabor amargo del zumo de pomelo en un proceso en continuo. Para ello, se seleccionó 
la naringinasa comercial y se soportó sobre GITQ-2 (NgsaC@GITQ-2). Así, a un reactor 
tubular de acero inoxidable de lecho fijo se le introdujo 200 mg de NgsaC@GITQ-2 y 
se mantuvo a una temperatura de 50 °C. El reactor se alimentó con zumo de pomelo 
mediante una bomba perfusora. Las muestras se recolectadas y la cantidad de azúcares 
liberados se determinó mediante el método de Miller.135 La influencia del tiempo de 
contacto en la conversión se evaluó modificando el caudal. En la Figura 3. 24, se presenta 
el efecto del tiempo de contacto sobre la actividad catalítica. Como se puede observar, y 
desde un punto de vista de diseño del proceso a nivel industrial es posible obtener altos 
rendimientos de azucares para tiempos de contacto muy razonables de 0,83 h (que co-
rresponde a un flujo de 0,25 mL/h).  
 
Figura 3. 24. Evaluación del tiempo de contacto en un reactor de lecho fijo durante la hidrólisis del 
zumo de pomelo. Azucares liberados (g/L) utilizando NgsaC@GITQ-2. 
En la Figura 3. 25 se muestra la concentración total (g/L) de azúcares en el zumo de 
pomelo, así como la cantidad de azúcares liberados tras el tratamiento de hidrólisis uti-
lizando el flujo optimizado (0,25 mL/h). Como se puede observar (Figura 3. 25), la con-
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después de reaccionar a través del reactor de lecho fijo. El aumento observado representa 
un aumento del 52 % en el contenido del total de azúcares. Además, no se observó una 
desactivación de la enzima soportada NgsaC@GITQ-2 durante 300 h de operación. Es-
tos resultados evidencian claramente el alto potencial de la NgsaC@GITQ-2 para reducir 
el sabor amargo en los zumos de pomelo. 
 
Figura 3. 25. Resultados de la hidrólisis del zumo de pomelo en un reactor en continuo en presencia 
de NgsaC@GITQ-2. Cantidad total de azucares en el zumo (●), cantidad de azucares liberados (▲). 
Finalmente, debido a que la actividad antioxidante del zumo es altamente beneficiosa 
para la salud, la actividad antioxidante del zumo se determinó antes y después de la hi-
drólisis siguiendo el procedimiento descrito en la sección experimental. Los resultados 
mostraron (Figura 3. 26) que el zumo de pomelo hidrolizado tiene una actividad antioxi-
dante un 24 % más alta que el zumo inicial, que debe atribuirse al aumento de la concen-
tración de flavonoides (principalmente naringenina) en el zumo después de la hidrólisis. 
 
Figura 3. 26. Capacidad antioxidante.  Zumo de pomelo inicial ( ), Zumo de pomelo después de la 
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3.3. Conclusiones parciales 
La naringenina y la prunina, dos flavonoides cítricos de alto valor añadido, se han pro-
ducido con éxito a través de un proceso sostenible mediante hidrólisis enzimática de la 
naringina, un flavonoide glicosilado muy abundante en los residuos de cítricos.  
Para ello, se ha purificado la naringinasa comercial de Penicillium decumbens mediante 
un método simple obteniéndose una enzima purificada (NgsaP) con una alta actividad 
-L-ramnosidasa, que hidroliza selectivamente la naringina a prunina.  
La naringinasa C y P, se han inmovilizado covalentemente sobre óxido de grafeno y la 
zeolita laminar previamente modificada en la superficie con grupos glutaraldehído 
(GITQ-2). Se ha mostrado que ambas enzimas inmovilizadas Ngsa(C y P)@OG y 
Ngsa(C y P)@GITQ-2 se vieron menos afectadas por la temperatura de reacción y po-
seen mayor afinidad por el sustrato respecto a la naringinasa libre Ngsa(C y P), además 
de presentar una gran capacidad de producción de flavonoides de alto valor añadido (na-
ringenina y prunina).  
Los biocatalizadores diseñados tienen un alto potencial para una producción sostenible 
a gran escala de flavonoides cítricos como la naringenina y la prunina. Este procedi-
miento supera claramente los métodos de hidrólisis con ácidos minerales,103 así como 
los métodos de síntesis química,136 donde se requieren varios pasos y se logra una menor 
selectividad a los flavonoides deseados.  
Finalmente, la naringinasa comercial soportada sobre GITQ-2, (NgsaC@GITQ-2) se ha 
utilizado con gran éxito en la disminución del sabor amargo del zumo de pomelo me-
diante un proceso en continuo en reactor de lecho fijo. La actividad catalítica se ha man-
tenido durante al menos 300 h mostrando el alto potencial de este biocatalizador para 
reducir el sabor amargo en los zumos de cítricos y aumentar la capacidad antioxidante 
del mismo.  
3.4. Sección experimental 
3.4.1. Materiales  
La naringinasa procedente de Penicillium decumbens, naringina, prunina, naringenina, 
p-nitrofenil-α-L-ramnopiranósido (Rha-pNP), p-nitrofenil-β-D-glucósido (Glc-pNP), 
tartrato de sodio potasio tetrahidratado, alpha-D-Glucosa, L-Rhamnosa monohidratada, 
D-(-)-Fructosa, kit de ácido Bicinconínico para determinación de proteínas, grafito < 20 
µm y acido 3,5-dinitrosalicílico fueron suministrados por Sigma-Aldrich y DEAE-Sep-
hacel por Pharmacia, Suecia. 
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3.4.2. Preparación de los soportes  
3.4.2.1 Óxido de grafeno (OG) y óxido de grafeno reducido (OGR) 
El material OG fue preparado a partir de grafito mediante el método modificado de Hum-
mer.137 Así en un vaso de precipitados que contenía una mezcla de grafito (7,5 g) y 
NaNO3 (7,5 g) se le añadió H2SO4 concentrado (360 mL) y la mezcla se enfrió a 0 °C en 
un baño de hielo. Posteriormente, se añadió lentamente KMnO4 (45 g) en pequeñas dosis 
para mantener la temperatura por debajo de 20 °C. Terminada la adición, la disolución 
se calentó a 35 °C bajo agitación magnética durante 3 h. A continuación, se añadió H2O2 
(1,5 L, al 3 %) y la mezcla se agitó durante 30 min. Finalmente, el sólido se separó por 
centrifugación, se lavó con 600 mL de agua y fue centrifugado de nuevo. Este proceso 
fue repetido hasta que el pH del lavado con agua fue neutro. La síntesis de óxido de 
grafeno reducido (OGR) se realizó agregando 100 mg de OG a un reactor vertical y 
tubular de cuarzo, la reducción de este material se realizó con un tratamiento térmico 5 
°C/min a 400 °C (manteniendo 15 minutos) bajo N2. Después del ciclo de reducción, el 
material se mantuvo bajo atmósfera de nitrógeno a temperatura ambiente durante 90 mi-
nutos. El material resultante se caracterizó por espectroscopia FTIR y análisis elemental. 
3.4.2.2 Preparación de los materiales ITQ-2, Beta y MCM-41 
La zeolita MWW (MCM-22) pura sílice fue sintetizada de acuerdo con Camblor y 
col.61,62  para ello 0,95 g de NaCl se disolvieron en 50,7 g de una disolución acuosa de 
hidróxido de N,N,N-trimetil-1-adamantamonio (0,42 M) previamente diluida con 21,33 
g de agua. Posteriormente, se añadieron 2,62 g de hexametilenimina y 4,88 g de sílice 
(Aerosil 200, Degussa), manteniendo el gel resultante en agitación. Finalmente, el gel se 
transfirió a un autoclave con funda de teflón, y se calentó a una temperatura de 150 ° C 
durante 5 días en dinámico (60 rpm). El sólido obtenido tras la cristalización hidrotermal 
se filtró y lavó con abundante agua hasta que el valor de pH fue menor de 9, y finalmente 
se secó a 100 °C.  
Posteriormente la zeolita ITQ-2 pura sílice se preparó de acuerdo con Corma y col.63,64 
dispersando 5 g de la zeolita MWW pura sílice sintetizada anteriormente, en 20 g de 
agua. A continuación, se añadieron 100 g de una disolución acuosa de hidróxido de he-
xadeciltrimetilamonio C16TMAOH (25% en peso, 50% de intercambio Br/OH), y 30 g 
de otra disolución acuosa de tetrapropilamonio (40% en peso, 30% de intercambio 
Br/OH). La mezcla resultante (pH = 12,5) se calentó a 55 °C y se agitó vigorosamente 
durante 16 h para facilitar el hinchamiento entre las láminas zeolíticas. A continuación, 
la suspensión se trató en un baño de ultrasonidos (50 W, 50 Hz) durante 1 h para dispersar 
las láminas zeolíticas. Mediante la adición de HCl (6 M), se disminuyó el pH hasta apro-
ximadamente 3, para facilitar la floculación del sólido deslaminado, el cual fue recupe-
rado por centrifugación. Una vez lavado con agua destilada y, posteriormente, secado a 
60 °C durante 12 h, el sólido se trató a 540 °C, primero en atmósfera de N2 durante 3 h, 
y después en aire durante 6 h.63 
Obtención selectiva de los flavonoides cítricos  Prunina y Naringenina mediante hidrólisis enzimática de Naringina  
 
80 
La síntesis de zeolita Beta nanocristalina pura sílice se llevó a cabo de acuerdo con un 
método descrito en la bibliografia.51 Un gel de composición molar SiO2: 0.04 Al: 0.5 
TEAOH: 6.5 H2O se cristalizó a 140 °C durante 72 h, produciendo una zeolita Beta 
nanocristalina con un tamaño de cristal promedio de 50 nm y una relación de Si/Al de 
21. La zeolita fue desaluminizada mediante tratamiento con HNO3 (60 %) en una rela-
ción de líquido/sólido de 60 a una temperatura de 80 °C durante 24 h.54 La relación Si/Al 
del material obtenido fue superior a 1000. 
El material mesoporoso MCM-41 pura sílice se preparó a partir de un gel cuya compo-
sición molar era 1 SiO2: 0,15 C16TMABr: 0,26 TMAOH: 24,3 H2O, donde C16TMABr 
es bromuro de hexadeciltrimetilamonio (98% en peso, Aldrich), TMAOH es tetrameti-
lamonio (25 % en peso), SiO2 (Aerosil, Degussa 200). Se disolvieron 2,8 g de C16TMABr 
en 18 g de agua milliQ a 40 ºC hasta que se obtuvo una disolución clara, que se enfrió a 
temperatura ambiente. A continuación, se le agregaron 4,7 g de disolución de TMAOH, 
y la mezcla resultante se agitó (5 minutos), y se le añadieron 3 g de SiO2. La mezcla 
homogénea resultante se agitó a temperatura ambiente durante 1 hora. Posteriormente, 
la mezcla se calentó a 135 ºC durante 24 horas a la presión autógena, en un autoclave de 
acero inoxidable con funda de teflón. El material MCM-41 pura sílice se recuperó por 
filtración, se lavó con agua destilada y se secó a 60 ºC durante toda la noche. Finalmente, 
el surfactante ocluido se eliminó por calcinación de la muestra a 540 ºC bajo un flujo 
continuo de N2 durante 1 h, seguido de un flujo de aire a la misma temperatura durante 
6 h.68,69 
 
3.4.2.3 Funcionalización de soportes silíceos 
La funcionalización de los soportes (ITQ-2, MCM-41 y Beta nanocristalina) con gluta-
raldehído se realizó siguiendo el mismo procedimiento. Inicialmente el soporte (500 mg) 
se activó a 200 °C en vacío durante 2 h. Cuando alcanzó la temperatura ambiente se le 
añadió 50 mL de tolueno anhidro y 240 µL de (3-aminopropil)trietoxisilano y se man-
tuvo a reflujo a 120 °C durante 24 h. Transcurrido este tiempo, el sólido se filtró a vacío 
y se lavó con tolueno y n-hexano, obteniéndose el material funcionalizado con grupos 
amino (N-ITQ-2, N-MCM-41 y N-Beta). Para la funcionalización posterior con grupos 
aldehído, el material (0,5 g) se puso en contacto con 20 mL de una disolución acuosa 
formada por un tampón NaH2PO4 200 mM, pH = 7 y de glutaraldehído (10 % v/v). Esta 
se mantuvo bajo agitación magnética durante 24 h. Transcurrido este tiempo el sólido se 
filtró y se lavó con una disolución tampón de NaH2PO4 (25 mM) a pH = 7. Posterior-
mente el material se secó a la temperatura de 25 °C, obteniéndose el material GITQ-2, 
GMCM-41 o GBeta, funcionalizado con grupos aldehído.128 
3.4.3. Purificación de la Naringinasa comercial (NgsaC) 
Inicialmente la naringinasa comercial (500 mg) disueltos en 50 mL de agua miliQ fueron 
dializados a una temperatura de 5 °C durante 24 h. A continuación, se incorporó a una 
resina de intercambio iónico (DEAE-Sephacel) equilibrada con una disolución 5 mM de 
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tampón fosfato (NaH2PO4/Na2HPO4) de pH = 6,8. La mezcla se dejó en agitación con 
rodillos en un frasco cerrado durante una hora. Las proteínas ligadas al gel se eluyeron 
con una disolución acuosa de NaCl de concentración creciente. Se observó que una di-
solución de 50 mL de NaCl 0,05 M desorbe selectivamente una fracción proteica de 
naringinasa con alta actividad ramnosidasa (denominada naringinasa pura) (NgsaP). Para 
determinar la actividad enzimática de la naringinasa comercial y pura se utilizaron sus-
tratos específicos: p-Nitrofenil-α-L-Ramnopiranósido (Rha-pNP) y p-Nitrofenil-β-D-
glucósido (Glc-pNP). Generalmente para determinar la actividad catalítica de la enzima, 
una alícuota de la disolución enzimática (50 µL) se le añade a una mezcla que contenia 
0,7 mL de tampón citrato 50 mM (pH = 4,5) y 50 µL de (Rha-pNP) o (Glc-pNP) 5 mM. 
La temperatura de la experiencia fue 50 °C. Después de 5 minutos, se añaden 0,8 mL de 
Na2CO3 (1 M) para detener la reacción y se mide la absorbancia a una longitud de onda 
de λ = 405 nm usando un espectrofotómetro Uv-Vis, y se calcula la concentración de p-
nitrofenol mediante la ley de Lambert Beer (Ecuación 3. 1). Donde (Ԑ) es el coeficiente 
de extinción molar, (l) la longitud de la cubeta empleada y (c) la concentración. 
𝑨𝒃𝒔𝒐𝒓𝒃𝒂𝒏𝒄𝒊𝒂 = 𝜺 ∙ 𝒍 ∙ 𝒄 
Ecuación 3. 1 
La enzima se analizó utilizando SDS-PAGE (10%) de acuerdo con Laemmli.138 Los pa-
trones de peso molecular (GE Healthcare Life Sciences, Uppsala, Suecia) consistieron 
en fosforilasa B (97 kDa), albúmina de suero bovino (66 kDa), ovalbúmina (45 kDa), 
anhidrasa carbónica (30 kDa), inhibidor de tripsina (20,1 kDa) y α-lactoalbúmina (14,4 
kDa). Los geles se tiñeron con plata, según Heukeshoven y Dernick.139  
 
3.4.4. Inmovilización enzimática  
La inmovilización de la enzima (NgsaC y NgsaP) sobre OG se realizó de la siguiente 
manera: Se tomaron 50 mg de OG dispersados en 3 mL de disolución tampón de fosfato 
(PBS) pH = 7 (100 mM) y se sometieron a ultrasonido durante 5 o 10 minutos. A conti-
nuación, se agregaron 3 mg del enzima (1 mg/mL) y se dejaron en un matraz cerrado 
bajo agitación suave usando un agitador de rodillos durante 24 horas. La inmovilización 
de la enzima (NgsaC y NgsaP) sobre GITQ-2 se realizó de la siguiente manera: 100 mg 
de GITQ-2 dispersos en 3 mL de una disolución tampón de fosfato (PBS) pH = 7 (100 
mM) se agregaron 3 mg de enzima (1 mg/mL) y se dejaron en un matraz cerrado bajo 
agitación suave usando un agitador de rodillos durante 24 horas. Finalmente, el derivado 
enzimático Ngsa(C y P)@GITQ-2 se recuperó por centrifugación, se lavó completa-
mente con una disolución tampón fosfato (100 mM) a pH = 7 y se almacenó a 4 °C hasta 
su uso.  
Para determinar el rendimiento de la inmovilización, se tomaron alícuotas del sobrena-
dante a diferentes tiempos que se analizaron mediante la prueba del ácido bicinconínico. 
Para ello, la disolución de ácido bicinconínico (2 mL) se añadió a 0,1 mL del 
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sobrenadante y se incubó a 37 °C durante 30 minutos. Después de este tiempo, la densi-
dad óptica del sobrenadante se determinó espectrofotométricamente a una longitud de 
onda de λ = 562 nm y se calculó la concentración mediante la ley de Lambert Beer. El 
calibrado previo se realizó con la misma NgsaC (0-1 mg/mL). 
3.4.5. Experimentos catalíticos  
3.4.5.1 Determinación de actividades enzimáticas 
Las actividades de la naringinasa se determinaron incubando la enzima (0,05 mL de di-
solución Ngsa(C y P) o Ngsa(C y P)@OG o Ngsa(C y P)@GITQ-2 (1 mg proteína/mL) 
con 0,05 mL (0,5 mM) del sustrato específico Rha-pNP y Glc-pNP según el caso, en 0,7 
mL de tampón citrato 50 mM (pH = 4,5) a 50 °C durante 5 minutos. Después de este 
tiempo, se agregó 0,8 mL de Na2CO3 (1 M) para detener la reacción y se midió la absor-
bancia a λ = 405 nm usando un espectrómetro UV-Vis (Varian Cary 50 conc Spetropho-
tometer UV-Vis) y se calculó la concentración de p-nitrofenol mediante la ley de Lam-
bert Beer. Una unidad de enzima (U) se consideró la cantidad de enzima requerida para 
liberar 1 μmol de p-nitrofenol por minuto en las condiciones de reacción descritas. La 
cuantificación de p-nitrofenol  se determinó según lo descrito por Romero y col,130 
siendo el coeficiente de extinción molar (Ԑ405nm  = 17,791 mM-1.cm-1). La actividad rela-
tiva se define como la actividad enzimática de la muestra de interés (NgsaC o P)@OG o 
GITQ-2 frente a la actividad enzimática de la enzima libre (NgsaC o P) en las mismas 
condiciones expresada en forma porcentual.   
3.4.5.2 Determinación de las constantes de Michaelis-Menten (KM) 
Los parámetros cinéticos para la enzima NgsaC y NgsaP en forma libre e inmovilizada 
se determinaron midiendo las velocidades de reacción (en las condiciones mencionadas 
anteriormente) a concentraciones de sustrato de Rha-pNP que varían de 0,006 a 0,312 
mM manteniendo constante el tiempo de reacción (10 min). Las constantes de Michaelis 
(KM) se determinaron mediante los gráficos de Lineweaver-Burk, donde se representa en 
el eje de ordenadas (1/v0) y en el eje abscisas (1/[S]).   
3.4.5.3 Determinación de la Actividad catalítica modificando el pH y la temperatura 
El efecto del pH sobre la actividad catalítica de la enzima pura y comercial en forma 
libre e inmovilizada se determinó incubando la enzima en presencia del sustrato (Rha-
pNP) en un tampón universal (Mcllvaine) cuyo valor de pH varía de 3 a 8. Las activida-
des de la naringinasa se determinaron incubando la enzima 0,05 mL de disolución 
Ngsa(C y P) o Ngsa(C y P)@OG o Ngsa(C y P)@GITQ-2 (1 mg proteína/mL) con 0,05 
mL (0,5 mM) del sustrato específico Rha-pNP, en 0,7 mL de tampón universal (Mcll-
vaine)  50 mM (pH = 3-8) a 50 °C durante 5 minutos. Después de este tiempo, se agregó 
0,8 mL de Na2CO3 (1 M) para detener la reacción y se midió la absorbancia a una longi-
tud de onda de λ = 405 nm usando un espectrómetro UV-Vis (Varian Cary 50 conc 
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Spetrophotometer UV-Vis) y se calculó la concentración de p-nitrofenol mediante la ley 
de Lambert Beer. 
La temperatura óptima para la hidrólisis de Rha-pNP se determinó midiendo la actividad 
enzimática de la Ngsa(C y P) en forma libre e inmovilizada, a diferentes temperaturas 
que variaron entre 25 °C y 100 °C. Las actividades de la naringinasa se determinaron 
incubando la enzima 0,05 mL de disolución Ngsa(C y P) o Ngsa(C y P)@OG o Ngsa(C 
y P)@GITQ-2 (1 mg proteína/mL) con 0,05 mL (0,5 mM) del sustrato específico Rha-
pNP, en 0,7 mL de tampón citrato 50 mM (pH = 4,5) en un rango de temperaturas entre 
25-100 °C durante 5 minutos. Después de este tiempo, se agregó 0,8 mL de Na2CO3 (1 
M) para detener la reacción y se midió la absorbancia a λ = 405 nm usando un espectró-
metro UV-Vis (Varian Cary 50 conc Spetrophotometer UV-Vis) y se calculó la concen-
tración de p-nitrofenol mediante la ley de Lambert Beer. 
3.4.5.4 Determinación de la estabilidad térmica del derivado enzimático 
La estabilidad térmica se determinó calentando la enzima 0,05 mL de disolución Ngsa(C 
y P) o Ngsa(C y P)@OG o Ngsa(C y P)@GITQ-2 (1 mg proteína/mL) en 0,7 de tampón 
citrato 50 mM (pH = 4,5) en un rango de  temperaturas entre 30 y 100 °C durante una 
hora. Posteriormente, se añadió el sustrato Rha-pNP 0,05 mL (0,5 mM) y se determinó 
la actividad de la enzima a 50 °C durante 5 minutos, Después de este tiempo, se agregó 
0,8 mL de Na2CO3 (1 M) para detener la reacción y se midió la absorbancia a λ = 405 
nm usando un espectrómetro UV-Vis (Varian Cary 50 conc Spetrophotometer UV-Vis) 
y se calculó la concentración de p-nitrofenol mediante la ley de Lambert Beer. 
3.4.5.5 Determinación de la Actividad recuperada tras la inmovilización 
La actividad recuperada fue determinada de acuerdo con Sheldon.140 Para ello se deter-
minó la actividad catalítica de la enzima Ngsa(P y C) usando como sustrato naringina. 
Así a una muestra de 12 mL de tampón citrato de pH = 4,5 (50 mM), que contenia na-
ringina 8,6 mM, se le añadió 3 mg de Ngsa(P o C), la reacción se mantuvo bajo agitación 
y a la temperatura de 50 °C durante 1,5 h. Posteriormente, se tomaron 3 mg de enzima 
Ngsa(P y C), se inmovilizaron sobre el soporte OG y GITQ-2 durante 24 h como ha sido 
explicado previamente (apartado 3.4.4) y se determinó la actividad catalítica de la misma 
manera. Para ello, se tomaron muestras a diferentes tiempos y se determinaron las velo-
cidades de reacción iniciales (mM)·min-1, expresadas como azúcares liberados por mi-
nuto. La actividad recuperada fue expresa como un porcentaje: (actividad de la enzima 
inmovilizada / actividad de la enzima libre) x 100. La cantidad de azucares liberados se 
determinaron utilizando el método Miller.135 Este consiste en poner en contacto 250 μL 
de una disolución de ácido 3,5-dinitrosalicílico, con 250 μL de muestra y se calientan 
100 °C durante 5 min, y tras enfriar se añaden 2,5 mL de agua MilliQ. Por último, se 
mide la absorbancia a una longitud de onda de 540 nm, la concentración de azúcares 
liberados se calculó mediante la ley de Lambert Beer. El calibrado previo se realizó con 
glucosa 0-20 mM.  
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3.4.5.6 Estabilidad temporal de la naringinasa inmovilizada 
Para determinar la estabilidad de la naringinasa comercial inmovilizada con el tiempo de 
almacenamiento, se determinó la actividad catalítica después de 10 y 20 días de almace-
namiento utilizando naringina como sustrato. Después de cada prueba, el biocatalizador 
se lavó con una disolución tampón fosfato pH = 7 (100 mM), y se mantuvo a 4 °C hasta 
el nuevo uso. La hidrólisis de la naringina se midió mediante el método de Miller.135 Este 
consiste en poner en contacto 250 μL de una disolución de ácido 3,5-dinitrosalicílico, 
con 250 μL de muestra y se calientan a 100 °C durante 5 min, y tras enfriar se añaden 
2,5 mL de agua MilliQ. Por último, se mide la absorbancia a una longitud de onda de λ 
= 540 nm, la concentración de azúcares liberados se calculó mediante la ley de Lambert 
Beer. El calibrado previo se realizó con glucosa 0-20 mM.  
3.4.5.7 Producción de Prunina y Naringenina y estabilidad del derivado enzimático 
Las conversiones de la naringina se determinaron incubando la enzima soportada Ngsa(C 
y P)@OG o Ngsa(C y P) en 3 mL de tampón de citrato 50 mM (pH = 4,5) con 8,6 mM 
de naringina durante 30 minutos. La reacción se llevó a cabo a 50 °C. Después de un 
primer ciclo de reacción, la mezcla se centrifugó a 6000 rpm durante 10 minutos, el 
biocatalizador se retiró y se lavó con una disolución tampón fosfato pH = 7 100 mM, 
posteriormente se usó en el siguiente ciclo de reacción.  
El análisis de los productos se realizó por HPLC (Shimadzu LC-20ADXR) provisto de 
un detector Diode Array (Detector SPD-M20 A), y de una columna Mediterranean 
SEA18 (5 μm 25x0.46 cm), utilizando como fase móvil un gradiente de agua-acetonitrilo 
(flujo 0,8 mL/min). La concentración de naringina, prunina y naringenina se ha estimado 
utilizando muestras patrón de los compuestos puros. Las muestras patrón de los flavo-
noides se diluyeron en etanol y se filtraron con filtros de Nylon (0,22 µm), las curvas de 
calibración absoluta de naringina, prunina y naringenina se realizaron utilizando disolu-
ciones de 0 a 1 mM a una longitud de onda de 280 nm. Los azucares liberados en la 
reacción (glucosa y ramnosa) se determinaron usando un detector Refractive Index De-
tector RID-20A, con una columna (ICE-COREGEL 87H3) termostatizada a 75 oC, en 
modo isocrático usando H2SO4 4 mM como fase móvil, a un flujo de 0,6 mL/min y fruc-
tosa como patrón interno. Las curvas de calibración de las muestras de azúcares glucosa 
y ramnosa se realizaron en un rango de 0 a 10 mM. La combinación de los dos métodos 
nos permite determinar todos los productos generados durante la hidrólisis de la narin-
gina. Los azúcares también se determinaron por el método de Miller.135  Este consiste en 
poner en contacto 250 μL de una disolución de ácido 3,5-dinitrosalicílico, con 250 μL 
de muestra y se calientan a 100 °C durante 5 min, y tras enfriar se añaden 2,5 mL de 
agua MilliQ. Por último, se mide la absorbancia a una longitud de onda de λ = 540 nm, 
la concentración de azúcares liberados se calculó mediante la ley de Lambert Beer. El 
calibrado previo se realizó con glucosa 0-20 mM. 
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3.4.5.8 Proceso en continuo para reducir el amargor del zumo de pomelo 
Para llevar a cabo el proceso en continuo, se preparó una muestra de zumo de pomelo 
natural. Se eligieron, 4 pomelos variedad Mars, categoría I, calibre 4 de un peso de 0,955 
kg se exprimieron, centrifugaron y finalmente se filtraron con filtros Ashless Filters 125 
mm. El zumo se homogeneizó y se ajustó el pH de 2,5 a 4,5 usando NaOH 0,2 M. En un 
reactor de acero inoxidable de 35 mm de longitud y 1 mm de diámetro, se introdujeron 
200 mg de NgsaC@GITQ-2 que se diluyeron con dióxido de silicio (SiO2 ≥ 0.25 µm). 
El reactor se calentó con una manta calefactora externa y el zumo se alimentó mediante 
una bomba perfusora. La temperatura se fijó a 50 °C para todos los experimentos, mien-
tras que el tiempo de contacto se optimizó variando el caudal. Finalmente, el caudal se 
ajustó a 0,25 mL/h. Las muestras se extrajeron periódicamente y la cantidad de azúcares 
liberados se determinó mediante el método de Miller, este consiste en poner en contacto 
250 μL de una disolución de ácido 3,5-dinitrosalicílico, con 250 μL de muestra y se 
calientan a 100 °C durante 5 min, y tras enfriar se añaden 2,5 mL de agua MilliQ. Por 
último, se mide la absorbancia a una longitud de onda de λ = 540 nm, la concentración 
de azúcares liberados se calculó mediante la ley de Lambert Beer. El calibrado previo se 
realizó con glucosa 0-20 mM. Para medir adecuadamente la cantidad de azucares reduc-
tores presentes en el zumo, se realizó un estudio en el que el zumo natural de partida fue 
diluido en agua MilliQ hasta que se encontraron las condiciones óptimas de análisis, en 
este caso (100 μL de zumo se diluyen en 2900 μL de agua MilliQ), posteriormente esta 
disolución es analizada según el método de Miller. 
 
Los parámetros del reactor en continuo se determinaron aplicando la Ecuación 3. 2 para 
obtener la velocidad espacial y a continuación la Ecuación 3. 3 para obtener los valores 












Ecuación 3. 2 
 




           Ecuación 3. 3 
Una vez calculada la velocidad espacial del proceso en continuo, la inversa de este valor 
nos da el tiempo de contacto (h) correspondiente, a cada flujo estudiado para el reactor, 
Figura 3. 24. 
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3.4.5.9 Determinación de la capacidad antioxidante.  
La determinación de la actividad antioxidante del zumo de pomelo antes y después del 
tratamiento enzimático se realizó siguiendo el método descrito según Dumbrava y col.141 
Para ello, 2 mL de una disolución de 2,2-difenil-1-picrilhidilo (DPPH) en metanol al 80 
% (0,1 mM) se mezcló con 1 mL de zumo (diluido 1 : 40 con agua). La mezcla se man-
tuvo a temperatura ambiente durante 30 minutos y luego se midió la absorbancia a una 
longitud de onda λ = 517 nm en un espectrófotómetro UV-Vis Varian Cary 50 conc, 
utilizando agua como blanco. El ácido 6-hidroxi-2,5,7,8-tetrametilcromano-2-carboxí-
lico (Trolox) se utilizó como estándar para la calibración del método (0-120 µM). Los 
valores de actividad antioxidante se expresaron como un % de inhibición por equivalente 
de Trolox (µM).  
En esta metodología el oxidante es el DPPH que presenta una absorbancia inicial a la 
longitud de onda de λ = 517 nm mientras que el Trolox actua de agente antioxidante de 
manera que al aumentar la concentración de Trolox se obtiene una recta de calibración 
como muestra la Figura 3. 27.  
 


























Figura 3. 28. Capacidad antioxidante frente distintas concentraciones de Trolox. 
Posteriormente se realiza una recta de calibración en la que representamos la capacidad 
antioxidante (%) respecto a la cantidad de Trolox (Figura 3. 28). Esto permite realizar la 
curva de calibración que posteriormente se usa con la muestra problema de zumo.  
3.4.6. Métodos analíticos para la caracterización de materiales. 
El análisis de FTIR se registró con un IR Vertex Burker DTGS (Detector) y una celda 
de cuarzo convencional Quartz KR55 con las ventanas conectadas a un sistema de dosi-
ficación de vacío. Se prepararon pastillas autoconsistentes de las muestras de OG y OGR 
y se trataron a vacío (10−4 a 10−5 Pa) a 80 °C durante 45 min. Las muestras de ITQ-2, 
Beta nanocristalina y MCM-41 así como los materiales derivatizados con grupos amino 
y grupos aldehídos se trataron a vacío (10−4 a 10−5 Pa) a 200 °C durante 45 min.  
 
Las imágenes de (AFM) se tomaron en un sistema MultiMode Nano-scope VIII (Veeco) 
con sonda de barrido. Las muestras para AFM se prepararon dejando caer una suspensión 
acuosa ~ 0,04 mg/mL de soporte sobre una superficie de mica fresca, el disolvente se 
evaporo antes de la medida. Las imágenes TEM se obtuvieron utilizando un microscopio 
JEOL 2100F que operaba a 200 kV. Las muestras para microscopio electrónico de trans-
misión (TEM) se dispersaron por ultrasonidos en agua MilliQ y se transfirieron a rejillas 
de cobre recubiertas de carbono. Las imágenes de FESEM del soporte GITQ-2 se obtu-
vieron usando un FESEM Zeiss ultra 55. Las muestras se prepararon depositando el ma-
terial sobre una cinta de carbono doble adhesiva y las imágenes se tomaron con el detec-
tor de electrones secundario utilizando una tensión de 1 kV. 
 
Las áreas superficiales de los soportes se calcularon mediante el método de Brunauer-
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ASAP 2420 (V2.09 J). El análisis elemental se realizó en un Euro EA3000 Elemental 
Analyzer (EuroVector), utilizando sulfanilamida como referencia.  
 
El potencial zeta de los soportes se midió mediante el análisis de 5 ppm de OG y OGR 
dispersados en una disolución de PBS (pH = 7, 100 mM) utilizando el Zetasizer Nano 
ZS (Malvern Instruments Ltd., GB). Antes de las medidas del potencial, las muestras se 
sonicaron durante 5 minutos. El potencial zeta se obtuvo a partir de la movilidad elec-
troforética mediante la ecuación de Smoluchowski, que fue de -8,96 mV y -7,89 mV 
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Capítulo 4 Desracemización de alcoholes 
mediante un proceso redox quimioenzi-





4.1. Introducción  
Actualmente, uno de los mayores retos a los que se enfrenta la comunidad científica es 
la obtención de compuestos quirales de alta pureza. Esto se debe a que los compuestos 
ópticamente puros son de gran importancia para la industria farmacéutica y agroquí-
mica.142 Particularmente los alcoholes quirales son intermedios valiosos en la industria 
farmacéutica. Por ejemplo, el (S) y (R)-2-octanol presentan gran cantidad de aplicacio-
nes como precursores para la preparación de fármacos, agroquímicos, feromonas, etc.143–
145 Otro ejemplo de estos compuestos lo constituye el (S)-2-pentanol que es un impor-
tante precursor para la síntesis de un gran número de medicamentos relacionados con el 
tratamiento del Alzhéimer. Así pues, debido a la gran cantidad de aplicaciones que pre-
sentan estos compuestos se han desarrollado diversas estrategias para su síntesis143–147 
(Esquema 4. 1). 




Esquema 4. 1. Estrategias para la síntesis de alcoholes quirales: (A) resolución cinética; (B) resolu-
ción cinética dinámica. 
Una de las estrategias más utilizadas es la resolución cinética (RC) enzimática (Esquema 
4. 1A). Esta consiste en la transesterificación enantioselectiva de uno de los alcoholes 
racémicos mediante el uso de una enzima, generalmente lipasas.148,149 Esta estrategia es 
muy eficiente en términos de selectividad, pero presenta una serie de problemas asocia-
dos como son la existencia de un rendimiento teórico máximo del 50 % debido al con-
sumo de solo uno de los enantiomeros, y consecuentemente se requieren etapas de sepa-
ración laboriosas para obtener el producto deseado.150,151  
Otra estrategia que mejora las limitaciones de la RC es la resolución cinética dinámica 
(RCD) (Esquema 4. 1B). En esta estrategia el enantiomero deseado es esterificado de la 
misma forma que en la estrategia anterior (mediante transesterificación enzimática), 
mientras que el enantiomero no deseado es racemizado mediante el uso de un catalizador 
metálico en forma homogénea o heterogénea que presenta centros activos de rutenio, 
rodio, iridio, aluminio o vanadio.152,153 Bajo esta estrategia el rendimiento teórico má-
ximo de la reacción puede ser incrementado hasta el 100 %. Sin embargo, como se ha 
comentado en la introducción, la combinación de catalizadores químicos (orgánicos o 
inorgánicos) y enzimáticos no siempre es fácil. En este caso la temperatura necesaria 
B) Resolución cinética dinámica 




Dador de grupos acilo
(Acetato de vinilo)
A) Resolución cinética 
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para producir la racemización, puede desactivar la enzima, mientras que la presencia de 
un grupo dador de acilo puede desactivar el catalizador químico. A su vez, la presencia 
de O2 en el medio, generalmente desactiva la especie metálica, por lo tanto, es necesario 
trabajar en condiciones anaerobias.  
Otra estrategia para la síntesis de alcoholes quirales secundarios a partir de la mezcla 
racémica que ha atraído mucha atención se basa en la combinación de dos etapas una de 
oxidación del alcohol racémico con otra de reducción que usualmente se consiguen me-
diante combinaciones multienzimáticas.154–156 Sin embargo, también es posible lograr 
una desracemización combinando una etapa de oxidación no selectiva (catalizador quí-
mico) de los alcoholes racémicos, con una reducción estereoselectiva (enzimática) de la 
cetona proquiral (Esquema 4. 2). Este protocolo ha sido comparativamente menos ex-
plorado, y generalmente se realiza utilizando sistemas catalíticos quimioenzimáticos ho-
mogéneos basados en la combinación de un oxidante como TEMPO (N-oxil-2,2,6,6-
tetrametilpiperidina) o AZADO (2-azaadamantano N-oxilo) con biocatalizadores redox 
como las enzimas alcohol deshidrogenasas (ADH).157–160  
 
Esquema 4. 2. Estrategia redox para la síntesis de alcoholes quirales mediante un sistema de oxida-
ción reducción. 
Basado en el protocolo redox, y siguiendo con los objetivos de esta Tesis se ha desarro-
llado un proceso eficiente para obtener alcoholes quirales a partir de mezclas racémicas 
utilizando la combinación de un catalizador químico y uno enzimático. Para ello se han 
acoplado dos etapas en un proceso en continuo: la primera etapa consiste en la oxidación 
de una mezcla racémica de alcoholes secundarios en una cetona proquiral a través de la 
oxidación de Oppenauer usando zeolitas con centros ácidos de Lewis (zeolita Zr-Beta) 
como catalizador y acetona como aceptor de hidruros, seguida de la reducción estereo-
selectiva de la cetona proquiral al alcohol utilizando la enzima alcohol deshidrogenasa 
(ADH) inmovilizada en una zeolita bidimensional (ITQ-2) (Esquema 4. 3). Finalmente, 
1) TEMPO, I2
2) ADH(R/S)
Cofactor (reducido) Cofactor (oxidado)
ADH(R/S)
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el alcohol que se forma como subproducto en la reacción de Oppenauer (isopropanol) 
reduce el cofactor cerrando el sistema con 100 % de economía atómica. 
  
 
Esquema 4. 3. Estrategia propuesta para la síntesis de alcoholes quirales mediante un sistema de oxi-
dación-reducción usando la zeolita Zr-Beta y la enzima ADH inmovilizada sobre una zeolita deslami-
nada.  
Esta estrategia permitiría obtener alcoholes ópticamente puros sin tener que aislar y pu-
rificar intermedios, reduciendo el número de pasos de separación con el consiguiente 
beneficio tanto medioambiental como económico.17,31 
 
La reducción Meerwein-Ponndorf-Verley (MPV) de aldehídos y cetonas y la reacción 
inversa de oxidación de alcoholes reacción de Oppenauer (MPVO) son herramientas va-
liosas en la síntesis orgánica, ya que son reacciones quimioselectivas que pueden reali-
zarse bajo condiciones suaves de reacción. Básicamente, en la reacción de MPVO, un 
compuesto carbonílico se reduce a alcohol mientras que un alcohol se oxida al compuesto 
carbonílico correspondiente a través de un proceso de transferencia de hidruro. Tradicio-
nalmente, los catalizadores utilizados en las reacciones de MPVO han sido los alcóxidos 
de aluminio. Sin embargo, la cantidad estequiométrica requerida del alcóxido, su sensi-
bilidad al agua, junto con la necesidad de una etapa de neutralización al final de la reac-
ción con generación de gran cantidad de residuos son desventajas importantes.  
Por ello, en las últimas décadas se han desarrollado una variedad de catalizadores hete-
rogéneos que se han aplicado con éxito en este proceso. Entre ellos, las zeolitas de Al y 
Zr-Beta
ADH(R/S)@NITQ-2
Cofactor (reducido) Cofactor (oxidado)
ADH(R/S)@NITQ-2
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Ti-Beta han mostrado ser excelentes catalizadores para esta reacción, demostrándose que 
los centros activos del catalizador son los ácidos de Lewis.161–164 Posteriormente Corma 
y col. demostraron que las zeolitas Beta conteniendo centros Lewis de Sn y Zr-Beta eran 
catalizadores más activos que las zeolitas de Al y Ti-Beta para las reacciones de MPVO. 
Esto se atribuyó a una acidez de Lewis de los centros de Sn y Zr más adecuada para 
catalizar la reacción.58,59,165,166 
 
Un estudio computacional indica que el mecanismo de los catalizadores Sn-Beta y Zr-
Beta es similar y consta de tres pasos: adsorción de la cetona y el alcohol en el centro 
Lewis, desprotonación del alcohol, transferencia de hidruro de carbono a carbono, trans-
ferencia de protones desde el catalizador y cambio de producto.  
 
Las características excepcionales de las zeolitas Sn-Beta y Zr-Beta como catalizadores 
altamente activos y estables para la reacción de MPVO, nos llevaron a seleccionar la 
zeolita Zr-Beta como catalizador para llevar a cabo la oxidación de alcoholes racémicos 
en cetonas proquirales como el primer paso del proceso propuesto. 
 
Por otro lado, para la segunda etapa del proceso se ha seleccionado una enzima alcohol 
deshidrogenasa (ADH). Estas enzimas catalizan de forma reversible la reducción de al-
dehídos o cetonas a alcoholes primarios o secundarios, respectivamente. Actualmente se 
observa un creciente interés en el uso de estas enzimas en la producción de alcoholes 
quirales, hidroxilácidos o aminoácidos.167,168 Sin embargo, comparadas con las enzimas 
hidrolíticas como las lipasas, las enzimas ADH han sido considerablemente menos utili-
zadas en la producción de compuestos ópticamente activos. Esto se debe a que las enzi-
mas ADH presentan una serie de limitaciones como son, la necesidad de cantidades es-
tequiométricas de cofactores (NADH o NADPH) y su susceptibilidad a los disolventes 
orgánicos, lo que limita el uso de sustratos lipófilos poco solubles en medios acuosos. 
Por estas razones, las reducciones con enzimas ADH resultan solo económicamente fac-
tibles si es posible una regeneración eficiente del cofactor reducido.  
 
Por lo tanto, en los últimos años se han investigado diversas estrategias para regenerar 
los cofactores y permitir el abaratamiento del proceso. Una de estas estrategias es el uso 
de ADH en combinación con otro sistema sustrato/enzima, en el que el cofactor es rege-
nerado por otra enzima como por ejemplo la glucosa deshidrogenasa que actúa sobre 
glucosa como sustrato (Esquema 4. 4A). Sin embargo, actualmente uno de los métodos 
más económicos y accesibles para la regeneración del cofactor es mediante el uso de 
isopropanol como sustrato de la ADH (Esquema 4. 4B). Además, el uso de isopropanol 
presenta la ventaja que puede usarse como cosolvente para formar disoluciones homo-
géneas de sustratos orgánicos.169–171 




Esquema 4. 4. Estrategias para la síntesis de alcoholes quirales mediante oxidoreductasas: (A) regene-
ración del cofactor usando un sistema bienzimático; (B) regeneración del cofactor usando isopropanol.  
Por otro lado, la inmovilización de enzimas sobre soportes sólidos puede ser adaptada 
para aumentar su estabilidad y la cinética de la reacción enzimática,17,31 pero lo más 
importante desde el punto de vista industrial es que la inmovilización de la enzima per-
mite su fácil separación de la mezcla de reacción, su reciclabilidad y la posibilidad de 
ser utilizada en procesos en continuo. Debido al gran interés de las enzimas ADH, estas 
han sido inmovilizadas sobre una variedad de soportes como glioxilagarosa,172 nanotu-
bos de silica,147 nanopartículas magneticas,173,174 nanopartículas de plata recubiertas de 
polianilina,175 óxido de grafeno magnético176 y más recientemente sobre soportes meso-
porosos de sílice.177  
B) Regeneración del cofactor usando isopropanol
ADH(R/S)
ADH(R/S)
Cofactor (reducido) Cofactor (oxidado)
A) Regeneración del cofactor usando sistema bienzimático
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Como se ha comentado anteriormente en el Capítulo 3. Obtención selectiva de los flavo-
noides cítricos Prunina y Naringenina mediante hidrólisis enzimática de Naringina de 
esta Tesis Doctoral, cuando se realiza la inmovilización enzimática sobre materiales me-
soporosos y dependiendo del tamaño de la enzima, se pueden producir problemas de 
difusión del cofactor y/o del sustrato a través del sistema de poros del soporte, lo que 
limita el transporte de masa y afecta a la actividad catalítica. Por ello, en este estudio se 
ha seleccionado como soporte para la inmovilización de la enzima ADH, la zeolita lami-
nar pura sílice (ITQ-2). Como se ha descrito en la introducción de esta Tesis la zeolita 
ITQ-2 es un material cristalino altamente estable en medios acuosos que está formada 
por finas láminas que contienen grupos de silanoles distribuidos regularmente y una alta 
área de superficie externa (~ 600 m2g-1). En las láminas de la zeolita ITQ-2, la enzima 
podría interaccionar fácilmente y no se esperarían problemas de difusión entre el cofactor 
y el sustrato. La gran superficie externa de la zeolita ITQ-2 junto con su alta estabilidad 
en medios acuosos, convierte este material en un posible soporte enzimático excelente y 
estable para biotransformaciones industriales.  
 
Teniendo en cuenta las consideraciones anteriores, en este estudio se propone un proceso 
en cascada para producir alcoholes quirales secundarios a partir de mezclas racémicas 
mediante un proceso en continuo. En este proceso, en un primer reactor de lecho fijo, la 
mezcla racémica de alcohol se oxida a una cetona proquiral a través de una reacción de 
transferencia de hidruro, la oxidación de Oppenauer, utilizando acetona como aceptor de 
hidruro y zeolita Zr-Beta como catalizador ácido de Lewis. En esta reacción, el isopro-
panol se produce como subproducto. La mezcla de la cetona proquiral y el isopropanol, 
tras ajustar la cantidad de isopropanol y cofactor (NADH o NADPH), se introduce en un 
segundo reactor de lecho fijo que contiene la enzima ADH (R o S) inmovilizada elec-
trostáticamente sobre la zeolita ITQ-2, donde se produciría la reducción estereoselectiva 
de la cetona. 
4.2. Resultados y discusión 
4.2.1. Caracterización del soporte NITQ-2 
La estrategia de inmovilización enzimática elegida en este capítulo, fue la inmovilización 
electrostática. Para ello se seleccionó la zeolita bidimensional ITQ-2 pura sílice, que fue 
derivatizada mediante un tratamiento con 3-aminopropiltrietoxisilano (3-APS), obte-
niéndose un material con grupos amino en la superficie. Como puede observarse en el 
Figura 4. 1 la superficie de la zeolita queda recubierta de grupos amino primarios a través 
de los cuales puede inmovilizarse la enzima ADH mediante interacciones electrostáticas.  




Figura 4. 1. Estrategia de inmovilización electrostática. 
El material empleado para la inmovilización enzimática fue caracterizado por análisis 
químico (Tabla 4. 1) y espectroscopía de infrarrojos con transformada de Fourier (FTIR), 
(Figura 4. 2). El análisis químico mostró que después de la derivatización, el material 
NITQ-2 presenta una cantidad de nitrógeno de aproximadamente (2,5 % en peso), que 
corresponde con a 1,8 mmol de nitrógeno/g NITQ-2, así como mayor cantidad de car-
bono asociado a los grupos alquilo de la cadena de 3-APS. 
Tabla 4. 1. Análisis elemental del soporte. 
Material N (%) H (%) C (%) 
ITQ-2 - 0,92 0,31 
N-ITQ2 2,5 2,21 9,96 
 
Mientras que en el análisis espectroscópico FTIR (Figura 4. 2) y tal como se ha mostrado 
en el Capítulo 3 de esta Tesis Doctoral, se puede observar como las bandas de vibración 
características de los grupos silanol (Si-OH) a 3741 cm-1, presentes en la zeolita ITQ-2 
se ven disminuidas después del proceso de derivatización con 3-APS. A su vez, las ban-
das de vibración asociadas a los grupos amino primarios en la superficie del material 
NITQ-2 son observables a 1660 cm-1, y a 3425 cm-1. También se observan, las bandas 
de vibración asociadas a los grupos alquilo de la estructura del 3-APS a 2977, 2931 y 
2865 cm-1. De esta manera queda demostrada la presencia de grupos amino primarios en 

















Figura 4. 2. Espectroscopia de infrarrojos (FTIR) de la zeolita: (a) ITQ-2 pura sílice; (b) NITQ-2.  
La variación del área supercial del material tras la modificación se determinó mediante 
absorción de nitrógeno (BET). Inicialmente el material ITQ-2 presenta un área superfi-
cial de 756 m2/g y tras su derivatización el material resultante NITQ-2, presenta un área 
superficial de 387 m2/g, demostrando que el material todavía presenta una alta área su-
perficial donde la enzima puede ser anclada.  
4.2.2. Inmovilización enzimática y estudio de las propiedades catalíticas del biocatali-
zador 
4.2.2.1 Condiciones de inmovilización y cinéticas de reacción 
Como se ha explicado en la introducción, para realizar una inmovilización electrostática 
de una enzima sobre un soporte se requiere conocer el punto isoeléctrico (PI) de la pro-
teína y del material. De esta manera se puede seleccionar el valor de pH de inmoviliza-
ción adecuado en el que la carga eléctrica de la proteína y del soporte seran complemen-
tarias.   
Con este objetivo se realizó la determinación del punto isoeléctrico de la proteína de 
acuerdo con la metodología empleada por Serpa y col.178 (Sección experimental). Esta 
metodología se basa en que la solubilidad de la proteína será mínima cuando el valor de 
pH sea el mismo que el punto isoeléctrico de la misma. Así pues, se sometió a la enzima 
ADH(S) a valores de pH entre 3 a 7, durante 1 hora a 50 ºC. A continuación, se centrifugó 
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h. El punto isoeléctrico se determinó por pesada de la proteína precipitada y se observó 
que la cantidad de proteína máxima precipitaba a un pH aproximado de 4,5 indicando 
que este era el PI de la ADH. 
Por otro lado, y de acuerdo con la bibliografía existente177 los soportes silíceos amino-
propilados tienen un PI en la zona de pH básico, por lo que se seleccionó un pH=5,5 para 
llevar a cabo la inmovilización electrostática.  
Una vez seleccionado el valor de pH adecuado para realizar la inmovilización electros-
tática esta se llevó a cabo poniendo en contacto la enzima ADH(S o R) con el material 
(NITQ-2) en un tampón fosfato pH = 5,5 (100 mM), durante 24 h bajo agitación suave a 
temperatura ambiente. Posteriormente, el biocatalizador obtenido se lavó hasta que no 
se observó proteína en el lavado. La cantidad de enzima presente en disolución y en los 
lavados se determinó mediante la prueba del ácido bicinconínico (Sección experimental). 
Para determinar las propiedades catalíticas de la enzima ADH inmovilizada sobre NITQ-
2, se seleccionó como reacción modelo la reducción de 2-octanona a (S)-2-octanol.  
En primer lugar, se estudió el efecto de la carga de enzima sobre la actividad catalítica 
variando la relación enzima/soporte (Tabla 4. 2). Como se puede observar cuando la 
relación enzima/soporte (mg/mg) se duplica (entrada A y B), la cantidad de enzima in-
movilizada disminuye desde 86 % (entrada A) hasta 75 % (entrada B). Cuando la rela-
ción enzima/soporte (entrada C) se reduce la cantidad de enzima inmovilizada es del 100 
%.  
Tabla 4. 2. Condiciones de inmovilización de la enzima ADH(S) en la zeolita NITQ-2 y actividad ca-










Velocidad de reacción 
(µmol/min) 
A 10 200 8,6 33,5 
B 10 100 7,5 29,1 
C 2,5 100 2,5 11,4 
Condiciones de inmovilización: (A) 200 mg NITQ-2, 10 mg ADH(S), 5 mL tampón fosfato pH = 5,5 
(100 mM); (B) 100 mg NITQ-2, 10 mg ADH(S), 5 mL tampón fosfato pH = 5,5 (100 mM); (C) 100 
mg NITQ-2, 2,5 mg ADH(S), 5 mL tampón fosfato pH = 5,5 (100 mM). 
Cuando se estudió la actividad catalítica de estos materiales en la reducción de 2-oc-
tanona (Figura 4. 3) se observó que con las muestras A y B se obtienen resultados simi-
lares, alcanzándose una conversión total de la cetona en 30 min de reacción. Estos resul-
tados indican que existe un intervalo de carga de enzima (entre 0,05 y 0,1 g de enzima 
por gramo de soporte) para el cual el derivado enzimático mantiene una excelente acti-
vidad. Cuando la relación enzima/soporte se disminuyó aún más, y tal como se esperaba, 
(condiciones C) la velocidad de reacción disminuyó, pero la conversión fue 
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prácticamente completa después de 90 min de reacción. De acuerdo con estos resultados 
se seleccionó la muestra preparada en las condiciones (A), es decir preparada con 10 mg 
de ADH y 200 mg NITQ-2 para llevar a cabo los siguientes experimentos.  
 
Figura 4. 3. Reducción de 2-octanona en (S)-2-octanol: ( ) ADH(S)7,5mg@NITQ-2, ( ) 
ADH(S)2,5mg@NITQ-2 y ( ) ADH(S)8,6mg@NITQ-2. Condiciones de reacción: 2-octanona (0,3 
mmol), 10 mL de tampón fosfato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v), NAD+ (0,03 mmol).  
La actividad recuperada del derivado enzimático obtenido bajo las condiciones A 
(ADH(S)@NITQ-2), se determinó de acuerdo con los estudios realizados por Sheldon y 
col.140 La actividad recuperada se define como la relación entre la actividad de la totali-
dad de la enzima utilizada en la inmovilización (enzima libre) y la actividad del derivado 
enzimático (ADH(S)@NITQ-2), después del proceso de inmovilización.  
La actividad recuperada para el derivado enzimático fue del 80 % lo que está de acuerdo 
con la cantidad calculada de enzima inmovilizada que fue del 86 %.  
4.2.2.2 Influencia de la variación del pH y la Temperatura en la actividad enzimática 
Para determinar las propiedades catalíticas del derivado enzimático ADH(S)@NITQ-2 
obtenido bajo las condiciones A de inmovilización (Tabla 4. 2), la reacción de reducción 
de la 2-octanona fue estudiada bajo diferentes valores de pH y temperatura. 
El efecto del pH en la conversión de la 2-octanona, fue estudiado en presencia de la 
enzima libre e inmovilizada llevando a cabo la reacción en un intervalo de valores de pH 
entre 5,5 y 10.  
Como se observa en la Figura 4. 4, la conversión de la 2-octanona fue mayor tanto en la 
forma libre como en la inmovilizada cuando el valor de pH de reacción fue 7, mientras 
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embargo, el biocatalizador ADH(S)@NITQ-2 mostró mayor resistencia a los cambios 
de pH que la enzima en forma libre. Esto indica que la distribución de protones que rodea 
el centro activo de la proteína debe haberse modificado tras la inmovilización, prote-
giendo a la enzima de la desactivación enzimática. 
 
Figura 4. 4. Efecto del pH en la conversión de 2-octanona en (S)-2-octanol utilizando: (■) ADH(S) 
libre y (■) ADH(S)@NITQ-2. Condiciones de reacción: 2-octanona (0,3 mmol), 10 mL de tampón 
fostato pH = 5,5-10 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v), NAD+ (0,03 mmol), ADH(S)@NITQ-2 o 
ADH(S). 
Por otro lado, la estabilidad térmica de la ADH(S) en forma libre e inmovilizada fue 
determinada en un rango de temperaturas de 25-55 ºC. Para ello el derivado enzimático 
ADH(S)@NITQ-2 o la enzima ADH(S) en su forma libre, se sometió a un rango de 
temperaturas de 25 a 55 ºC durante 1 h, a pH = 7 y a continuación se llevó a cabo la 
reducción de 2-octanona durante 1 h. Como puede observarse en la Figura 4. 5, la con-
versión enzimática de 2-octanona se ve claramente disminuida con el aumento de la tem-
peratura. Sin embargo, el biocatalizador ADH(S)@NITQ-2 mostró mayor resistencia a 
la temperatura que la enzima libre tanto a 35 ºC como a 55 ºC, observándose que la 
enzima en forma libre se desactiva completamente a 55 ºC. Así pues, se muestra que la 
inmovilización enzimática utilizando el soporte NITQ-2 mejora la estabilidad térmica de 
la enzima ADH(S).176 Sin embargo, estos resultados muestran que para el uso práctico 




























Figura 4. 5. Efecto de la temperatura en la conversión de 2-octanona a (S)-2-octanol en presencia de: 
(■) ADH(S) libre y (■) ADH(S)@NITQ-2. Condiciones de reacción: 2-octanona (0,3 mmol), 10 mL 
de tampón fostato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v), NAD+ (0,03 mmol), ADH(S)@NITQ-2 
o ADH(S). 
4.2.2.3 Aplicabilidad catalítica  
La generalidad del proceso se estudió utilizando diferentes metilcetonas lineales con ca-
denas hidrocarbonadas entre 5 y 12 carbonos (entradas 1-5, Tabla 4. 3), con sustituyentes 
ciclohexilo (entrada 6, Tabla 4. 3) y con anillos aromáticos (entrada 7, Tabla 4. 3) en las 
condiciones descritas previamente. Como se puede observar en la Tabla 4. 3 se obtuvie-
ron en todos los casos excelentes rendimientos a los correspondientes alcoholes quirales 


































Desracemización de alcoholes mediante un proceso redox quimioenzimático en reactores en continuo de lecho fijo  
 
102 
Tabla 4. 3. Aplicabilidad de ADH(S o R)@NITQ-2 en la reducción enzimática de distintas cetonas. 
 
Condiciones: ADH(S)@NITQ-2 (209 mg), cetona (0,3 mmol), 10 mL de tampón fostato pH = 7 (100 
mM)/isopropanol (50/50 v/v), NAD+ (0,03 mmol); a Cuando se utilizó ADH(R)@NITQ-2 (209 mg), 
cetona (0,3 mmol), 10 mL tampón fostato pH = 7 (100 mM) (1 mM MgCl2)/Isopropanol (50/50 v/v), 
NADP+ (0,03 mmol). 
Teniendo en cuenta los excelentes resultados obtenidos en el reactor discontinuo, y si-
guiendo los objetivos de esta Tesis se continuó con el estudio de la reducción de 2-oc-
tanona en reactor de lecho fijo utilizando el biocatalizador ADH(S)@NITQ-2.  
4.2.2.4 Obtención de (S)-2-octanol en reactor continuo en lecho fijo. Estudio del tiempo 
de contacto y estabilidad temporal  
Los experimentos en continuo se llevaron a cabo en un reactor de lecho fijo que contenía 
209 mg del biocatalizador ADH(S)@NITQ-2 diluido con aproximadamente 1,8 g de 
dióxido de silicio. El reactor se alimentó con 2-octanona y el cofactor en una relación 
molar sustrato/cofactor = 10, utilizando como disolvente una mezcla de 10 mL de tam-
























3 S 1 99 (100) >99
4 S 1,5 99 (100) >99
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temperatura ambiente y se evaluó el tiempo de contacto variando la concentración de 
sustrato y manteniendo el flujo constante a 0,55 mL/h. Como se puede observar en la 
Tabla 4. 4 y Figura 4. 6 la conversión fue del 90 % utilizando un tiempo de contacto 
entre 4-1,3 h. Sin embargo, cuando el tiempo de contacto se disminuyó por debajo de 1 
h, la conversión disminuyó hasta un 54 %. Como se puede observar, en todos los expe-
rimentos la selectividad a (S)-2-octanol fue del 100 %.  
 
Tabla 4. 4. Resultados del estudio del tiempo de contacto en la obtención del (S)-2-octanol en presen-







30 4,0 97 (100) 
60 2,0 96 (100) 
94 1,3 90 (100) 
114 1,1 85 (100) 
160 0,8 54 (100) 
Condiciones de reacción: ADH(S)@NITQ-2 (209 mg), 10 mL de tampón fostato pH = 7 (100 mM)/iso-
propanol (50/50 v/v), relación molar cetona/(NAD+) = 10, flujo 0,55 mL/h.  
 
Figura 4. 6. Estudio del tiempo de contacto en un reactor de lecho fijo para la obtención de S-2-octanol; 
Condiciones de reacción: ADH(S)@NITQ-2 (209 mg), 10 mL de tampón fostato pH = 7 (100 mM)/iso-
propanol (50/50 v/v), relación molar cetona/(NAD+) = 10, flujo 0,55 mL/h.  
Para estudiar la estabilidad del catalizador se seleccionó un tiempo de contacto de 4 h. 























Tiempo de contacto (h)
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mantuvo durante 100 h de operación manteniéndose también la enantioselectividad a 
(S)-2-octanol en un 99 %. Estos resultados muestran que la desactivación del catalizador 
no tiene lugar o es muy lenta. De hecho, el reactor se mantuvo operando durante 16 días 
sin observarse desactivación del sistema catalítico ni pérdida de selectividad mostrando 
el gran potencial que presenta este biocatalizador. Señalar que se obtuvieron resultados 
similares en la reducción de la 2-octanona utilizando el biocatalizador ADH(R)@NITQ-
2 dando lugar al (R)-2-octanol con excelente enantioselectividad > 99 %.   
 
 
Figura 4. 7. Estudio de la estabilidad temporal del biocatalizador en la conversión de la 2-octanona a 
(S)-2-octanol en presencia de ADH(S)@NITQ-2. Condiciones de reacción: ADH(S)@NITQ-2 (209 
mg), 10 mL de tampón fostato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v), 2-octanona 30 mmol/L, 
relación molar cetona/(NAD+) = 10, flujo 0,55 mL/h.  
4.2.3. Estudio de la etapa de oxidación  
4.2.3.1 Oxidación del 2-octanol racémico en presencia de la zeolita Zr-Beta  
Hasta ahora se ha mostrado que la enzima ADH inmovilizada sobre NITQ-2 es un bio-
catalizador activo y estable para llevar a cabo la reducción enantioselectiva de cetonas 
proquirales en los correspondientes alcoholes enantiomericamente puros. Por ello, y si-
guiendo los objetivos de esta Tesis, el siguiente paso fue estudiar la posibilidad de oxidar 
mezclas racémicas de alcoholes en cetonas proquirales mediante la oxidación de Oppe-
nauer utilizando la zeolita Zr-Beta como catalizador ácido de Lewis. Para ello se selec-
cionó primero la oxidación de 2-octanol utilizando un exceso de acetona como aceptor 
de hidruro como reacción modelo. 
La reacción se llevó a cabo en un reactor discontinuo a 50 ºC en presencia de la zeolita 
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activo y capaz de llevar a cabo la oxidación selectivamente alcanzándose prácticamente 
una conversión total del 2-octanol racémico con una selectividad del 100 % a 2-octanona. 
 
 
Figura 4. 8. Oxidación de 2-octanol racémico en 2-octanona en presecia de la zeolita Zr-Beta; ( ) 2-
octanol y ( ) 2-octanona. Condiciones de reacción: Zr-Beta (32 mg), 2-octanol (0,4 mmol), acetona 
(1,5 mL, 20,4 mmol), 50 °C. 
4.2.3.2 Aplicabilidad catalítica de la zeolita Zr-Beta en la oxidación de alcoholes 
Con el objetivo de mostrar la aplicabilidad de este sistema catalítico, se llevó a cabo la 
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Tabla 4. 5. Estudio de la oxidación en distintos alcoholes racémicos en presencia de la zeolita Zr-
Beta 
 
Condiciones de reacción: a Zr-Beta (32 mg), alcohol (0,4 mmol), acetona (1,5 mL, 20,4 mmol), 50 °C, 
20 h; b 80 °C. 
Como se observa en la Tabla 4. 5, todos los alcoholes seleccionados fueron oxidados con 
éxito en presencia de Zr-Beta, obteniendo más de un 90 % de conversión del alcohol y 
100 % de selectividad a las cetonas correspondientes.  
Sin embargo, y dependiendo de la estructura del alcohol racémico, fue necesario ajustar 
la temperatura de reacción con objeto de alcanzar una conversión completa del alcohol. 
Dados los excelentes resultados obtenidos en la oxidación de 2-octanol en reactor dis-
continuo a continuación se prosiguió con el estudio de la oxidación del alcohol racémico 
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4.2.3.3 Estudio de la oxidación del alcohol racémico 2-octanol en un reactor de lecho 
fijo. Determinación del tiempo de contacto y estabilidad temporal  
Para los experimentos en lecho fijo se introdujo una mezcla del catalizador Zr-Beta (304 
mg) diluido con aproximadamente 1,7 g de dióxido de silicio. El reactor se alimentó con 
una mezcla de 2-octanol racémico disuelto en acetona mediante una bomba peristáltica 
con un flujo de 0,5 mL/h y la temperatura se fijó a 50 ºC. En estas condiciones se evaluó 
el tiempo de contacto variando la concentración del alcohol en la alimentación. Como se 
puede observar en la Tabla 4. 6 y en la Figura 4. 9, cuando el tiempo de contacto fue de 
25 h, la conversión del 2-octanol fue aproximadamente de 98 % y la selectividad a 2-
octanona se mantuvo constante en un 100 %. Sin embargo, cuando el tiempo de contacto 
se disminuyó a 5 h, la conversión del 2-octanol descendió a 86 %.  
 







93 50 98 (100) 
191 25 98 (100) 
294 16 97 (100) 
392 12 95 (100) 
915 5 86 (100) 
 
Para evaluar la estabilidad del catalizador, y utilizando un tiempo de contacto de 25 h, el 
reactor se mantuvo trabajando en continuo durante 100 h de reacción. Como se observa 
en la Figura 4. 10, el catalizador Zr-Beta se mantuvo estable durante las 100 h de reacción 
que duró la experiencia, siendo la conversión del 2-octanol 98 %, manteniéndose la se-
lectividad a 2-octanona en el 100 %. 
 




Figura 4. 9. Estudio del tiempo de contacto en la oxidación del alcohol racémico 2-octanol; Condi-
ciones de reacción: Zr-Beta (304 mg), 2-octanol, acetona (10 mL, 136 mmol), 50 °C, flujo 0,5 mL/h. 
 
Figura 4. 10. Estudio de la estabilidad temporal de la zeolita Zr-Beta en la oxidación de 2-octanol; 
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4.2.4.  Diseño del proceso industrial mediante combinación de reactores de oxidación 
y reducción 
Una vez optimizadas las condiciones de reacción por separado para ambos reactores de 
lecho fijo, a continuación, se procedió a acoplar ambas etapas con el objetivo de obtener 
el proceso quimioenzimático en continuo con dos lechos catalíticos (Esquema 4. 3). 
 
Para ello, en un primer reactor que contenía la zeolita Zr-Beta se alimentó con una solu-
ción de 2-octanol racémico (191 mmol/L) utilizando el tiempo de contacto de 25 h, y 
manteniendo la temperatura a 50 ºC. A la disolución obtenida a la salida del primer reac-
tor, conteniendo la 2-octanona e isopropanol, se le ajustó la cantidad necesaria de cofac-
tor y disolvente tampón fostato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v) y se alimentó 
el segundo reactor que contenía el biocatalizador ADH(S)@NITQ-2. El segundo reactor 
se mantuvo a 25 ºC y el tiempo de contacto fue de 4 h. Sin embargo, bajo estas condi-
ciones la reducción de 2-octanona fue de 70 % (Tabla 4. 7, entrada C). Este resultado fue 
atribuido al exceso de acetona en la alimentación, cuya reducción compite con la reduc-
ción de 2-octanona. Con objeto de comprobar esta hipótesis, se realizaron experimentos 
adicionales donde la acetona fue parcialmente o totalmente extraída de la alimentación 
antes de ser introducida en el segundo reactor. Como se puede observar en la Tabla 4. 7, 
cuando se reduce la cantidad de acetona o se elimina totalmente de la alimentación pudo 
alcanzarse hasta un 96 % de conversión con un 99 % de selectividad al (S)-2-octanol. 
Además, y de acuerdo con los resultados presentados anteriormente (Figura 4. 7), la ac-
tividad catalítica se mantuvo al menos 40 h sin observarse desactivación del catalizador.  
 
Tabla 4. 7. Efecto de la cantidad de acetona en la etapa de reducción. 
Condiciones Acetona (% volumen) Conversión (%) 
A - 96 
B 8 79 
C 16 70 
 
 




Figura 4. 11. Combinación de los reactores de oxidación de 2-octanol y reducción de la 2-octanona 
para la obtención de (S)-2-octanol. 
Estos resultados muestran que es posible acoplar ambas etapas (oxidación de alcoholes 
racémicos con la reducción de la cetona proquiral intermedia) en un proceso continuo. 
Ya que la eliminación del exceso de acetona después de la primera etapa es necesaria se 
propone la utilización de un sistema de evaporación instantánea (flash evaporation) des-
pués del primer reactor de oxidación. Esto puede ser factible sin pérdida del isopropanol 
producido en la etapa de oxidación, ya que la acetona tiene un punto de ebullición (56 
ºC) muy inferior al del isopropanol (82,5 ºC). Además, la acetona podría ser reutilizada 
de nuevo en la primera etapa del proceso. El sistema de reacción integrado se esquema-





























Figura 4. 12. Esquema de la sintesis a escala industrial propuesta para la obtención de alcoholes 
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4.3. Conclusiones parciales 
Se ha llevado a cabo con éxito la desracemización de alcoholes secundarios mediante un 
proceso redox quimioenzimático que combina una primera etapa de oxidación del al-
cohol racémico mediante la reacción de Oppenauer catalizada por zeolitas con centros 
ácidos de Lewis, y una segunda etapa de reducción enantioselectiva de la cetona proqui-
ral intermedia catalizada por la enzima alcohol deshidrogenasa (ADH) inmovilizada so-
bre la zeolita laminar ITQ-2. 
Se ha optimizado la primera etapa de oxidación de Oppenauer de alcoholes racémicos y 
se ha mostrado que utilizando la zeolita Zr-Beta como catalizador y acetona como agente 
dador de hidruros, se pueden obtener cetonas proquirales con excelentes resultados e 
isopropanol como subproducto.  
Para llevar a cabo la etapa de reducción enantioselectiva se ha inmovilizado electrostá-
ticamente con éxito la enzima alcohol deshidrogenasa sobre la zeolita laminar ITQ-2 
previamente modificada con grupos amino. 
La enzima ADH inmovilizada (ADH(S o R)@NITQ-2) ha mostrado excelente actividad 
y selectividad en la reducción de diferentes cetonas proquirales utilizando NAD+ o 
NADP+ como cofactor  respectivamente e isopropanol como regenerador del cofactor y 
disolvente.  
Ambas etapas se han estudiado y optimizado por separado en reactores en continuo de 
lecho fijo, para posteriormente acoplar ambas etapas en un proceso quimioenzimático en 
continuo donde parte del isopropanol producido en la primera etapa de oxidación se uti-
liza para regenerar el cofactor en la segunda etapa, cerrando el sistema con 100 % de 
economía atómica.   
4.4. Sección Experimental 
4.4.1. Materiales 
La alcohol deshidrogenasa ADH(030) (S) y la ADH270 (R) fueron obtenidas por Evo-
catal. Los compuestos 2-octanol, 2-octanona, 1-ciclohexiletanol, 1-ciclohexiletanona, 2-
pentanol, 2-pentanona, 2-hexanol, 2-hexanona, 2-nonanol, 2-nonanona, 2-dodecanol, 2-
dodecanona, 4-bifenilmetilcarbinol, 4-acetilbifenil, los compuestos quirales puros R y S 
del 2-octanol, 2-pentanol, 2-hexanol, 2-nonanol y los cofactores NADP+, NAD+ fueron 
suministrados por Sigma Aldrich. Mientras que los compuestos quirales (R y S) 2-dode-
canol fueron suministrados por Boc Sciences, mientras que los compuestos (R y S) 4-
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4.4.2. Síntesis de los catalizadores 
4.4.2.1 Síntesis de la zeolita MCM-22 pura sílice y de la zeolita ITQ-2 
La zeolita MWW (MCM-22) pura sílice fue sintetizada de acuerdo con Camblor y 
col.61,62  para ello 0,95 g de NaCl se disolvieron en 50,7 g de una disolución acuosa de 
hidróxido de N,N,N-trimetil-1-adamantamonio (0,42 M) previamente diluida con 21,33 
g de agua. Posteriormente, se añadieron 2,62 g de hexametilenimina y 4,88 g de sílice 
(Aerosil 200, Degussa), manteniendo el gel resultante en agitación. Finalmente, el gel se 
transfirió a un autoclave con funda de teflón, y se calentó a una temperatura de 150 ° C 
durante 5 días en dinámico (60 rpm). El sólido obtenido tras la cristalización hidrotermal 
se filtró y lavó con abundante agua hasta que el valor de pH fue menor de 9, y finalmente 
se secó a 100 °C.  
Posteriormente la zeolita ITQ-2 pura sílice se preparó de acuerdo con Corma y col.63,64 
dispersando 5 g de la zeolita MWW pura sílice sintetizada anteriormente, en 20 g de 
agua. A continuación, se añadieron 100 g de una disolución acuosa de hidróxido de he-
xadeciltrimetilamonio C16TMAOH (25% en peso, 50% de intercambio Br/OH), y 30 g 
de otra disolución acuosa de tetrapropilamonio (40% en peso, 30% de intercambio 
Br/OH). La mezcla resultante (pH = 12,5) se calentó a 55 °C y se agitó vigorosamente 
durante 16 h para facilitar el hinchamiento entre las láminas zeolíticas. A continuación, 
la suspensión se trató en un baño de ultrasonidos (50 W, 50 Hz) durante 1 h para dispersar 
las láminas zeolíticas. Mediante la adición de HCl (6 M), se disminuyó el pH hasta apro-
ximadamente 3, para facilitar la floculación del sólido deslaminado, el cual fue recupe-
rado por centrifugación. Una vez lavado con agua destilada y, posteriormente, secado a 
60 °C durante 12 h, el sólido se trató a 540 °C, primero en atmósfera de N2 durante 3 h, 
y después en aire durante 6 h.63 
4.4.2.2 Funcionalización del soporte con grupos amino 
La funcionalización del soporte con grupos amino se realizó como se detalla a continua-
ción. Inicialmente (500 mg) del soporte (ITQ-2) se activaron a 200 °C en vacío durante 
2 h. Cuando el sólido alcanzó la temperatura ambiente, se le añadió una mezcla de 50 
mL de tolueno anhidro y 240 µL de (3-aminopropil)trietoxisilano. La mezcla se mantuvo 
a reflujo (N2) durante 24 h a 120 °C. Transcurrido este tiempo, el sólido se filtró a vacío 
y se lavó con tolueno y n-hexano, obteniéndose el material funcionalizado con grupos 
amino (NITQ-2).128 
4.4.2.3 Preparación de la zeolita Zr Beta 
La zeolita Beta nanocristalina fue obtenida de acuerdo con el estudio de Camblor y col.179 
En un autoclave de acero inoxidable revestido con una funda de teflón se introdujo un  
gel de síntesis de composición molar 1,0 SiO2: 0,56 TEAOH: 0,02 Al2O3: 6,5 H2O. La 
síntesis hidrotermal se realizó a 140 ºC durante 72 h y el sólido formado se separó por 
centrifugación, se lavó con agua desionizada y se secó al aire a 100 ºC. Para eliminar el 
aluminio de la zeolita 1 g se trató con 50 mL de HNO3 6 M a 80 ºC durante 24 h. El 
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sólido se recuperó por filtración, se lavó con agua desionizada y se secó a 100 ºC. La 
síntesis de la zeolita Zr-Beta se realizó de acuerdo con Zhu y col.180  
En un procedimiento típico la zeolita Zr-Beta sin aluminio, se sintetizo en medio fluo-
ruro, para ello una disolución acuosa de tetraetilortosilicato (TEOS) fue hidrolizada en 
una disolución acuosa de 35 % de hidróxido de tetraetilamonio, bajo agitación. A conti-
nuación, se añadió ZrOCl2·8H2O en agua y la mezcla se agitó hasta que se evaporó el 
etanol formado por la hidrólisis de TEOS, una vez la solución se vuelve transparente se 
añade HF formándose una pasta espesa. Por último, se añadió una suspensión acuosa de 
la zeolita beta desaluminizada sintetizada en la etapa anterior. La composición final del 
gel fue 1,0 SiO2: 0,008 ZrO2: 0,54 TEAOH: 7,5 H2O: 0,54 HF.  
La cristalización se llevó a cabo en un autoclave de acero inoxidable revestido con una 
funda de teflón a 140 ºC durante 14 días. El producto sólido obtenido se filtró y lavó con 
agua desionizada, se secó a 100 ºC y se calcinó a 580 ºC durante 3 h. El contenido de 
metal se determinó mediante espectrometría de emisión atómica con plasma acoplado 
inductivamente (ICP) y se observó que el porcentaje en peso de metal fue del 1 %. Por 
otro lado, se determinó el área superficial del material y esta fue de 475 m2/g, presen-
tando un volumen de microporo de 0,22 cm3/g lo que concuerda con la bibliografía.181 
4.4.3. Determinación del punto isoeléctrico e inmovilización de la enzima alcohol des-
hidrogenasa.   
Para la determinación del punto isoeléctrico de la enzima ADH(S) se colocaron en un 
matraz 10 mg de ADH(S) disueltos en 5 mL de tampón fosfato con un intervalo de va-
lores de pH entre 3 a 7 (100 mM), y se agitaron bajo agitación magnética durante 1 hora 
a 50 ºC. Las muestras obtenidas por separado con distintos valores de pH, se centrifuga-
ron a 6000 rpm durante 5 min y se retiró el sobrenadante. Por último, la proteína preci-
pitada se secó a 60 ºC durante 24 h. La cantidad de proteína precipitada se determinó 
pesando con una balanza analítica y el valor del punto isoeléctrico se relacionó a partir 
de la mayor cantidad de proteína precipitada comparada con los distintos valores de pH 
utilizados en esta experiencia, se observó que el PI para la enzima ADH(S) es de apro-
ximadamente 4,5.  
Inicialmente las condiciones de inmovilización enzimática fueron optimizadas (Tabla 4. 
2). A partir de ese momento la metodología empleada en la inmovilización enzimática 
se realiza del siguiente modo: 10 mg de enzima ADH(S) o ADH(R) disueltos en 5 mL 
de disolución tampón fosfato pH = 5,5 (100 mM). A continuación, se añadió 200 mg de 
NITQ-2 se dejó bajo agitación suave en un agitador de rodillos durante 24 horas. Des-
pués de ese tiempo, el biocatalizador ADH(S)@NITQ-2 o ADH(R)@NITQ-2 se recu-
peró por centrifugación, se lavó y se almacenó a 4 °C. Para determinar la cantidad de 
proteína inmovilizada, se analizaron diferentes alícuotas del sobrenadante mediante la 
prueba del ácido bicinconínico (BCA) suministrado por Sigma Aldrich. Para ello, se 
agregaron 2 mL de la disolución de ácido bicinconínico a una muestra de 0,1 mL, y se 
incubaron a 37 °C durante 30 minutos y se midió la absorbancia a una longitud de onda 
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λ = 562 nm. La cantidad de proteína se determinó mediante la ley de Lambert-Beer, 
realizándose un calibrado previo con la enzima ADH(S).125  
4.4.4. Experimentos catalíticos 
4.4.4.1 Reducción de cetonas con la enzima ADH@NITQ2 en un reactor discontinuo 
La reducción de la 2-octanona a (S)-2-octanol se realizó con el biocatalizador obtenido 
en la inmovilización bajo las condiciones A (Tabla 4. 2): Así el biocatalizador 
ADH(S)@NITQ-2 (209 mg), se introdujo en un reactor discontinuo que contenía una 
disolución de 10 mL de tampón fosfato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v), 0,3 
mmol de 2-octanona y 0,03 mmol de cofactor NAD+.  
Las reacciones de reducción de 2-octanona a (R)-2-octanol con la enzima ADH(R) se 
realizaron de manera ligeramente distinta pues esta enzima necesita otro coenzima 
(NADP+) así como un activador Mg+2: Así el biocatalizador ADH(R)@NITQ-2 (209 
mg) se introdujo en un reactor discontinuo que contenía una disolución de 10 mL tampón 
fostato pH = 7 (100 mM) (1 mM MgCl2)/Isopropanol (50/50 v/v), 0,3 mmol de 2-oc-
tanona y 0,03 mmol de cofactor NADP+. Durante el proceso la agitación se mantuvo 
constante (250 rpm) y a temperatura ambiente. Durante la reacción se tomaron distintas 
muestras y se extrajeron con n-hexano para posteriormente ser analizadas por CG y CG-
MS. 
4.4.4.2 Determinación de la estabilidad enzimática a variaciones de pH y temperatura 
El efecto del pH sobre la conversión catalítica de la enzima ADH(S)@NITQ-2 y ADH(S) 
se determinó incubando las muestras en un intervalo de valores de pH de 5,5 a 10. Para 
ello se incubaron 209 mg de ADH(S)@NITQ-2 o 9 mg ADH(S) dispersos en una diso-
lución de 10 mL de tampón fostato pH = 5,5-10 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v), en 
presencia de 0,3 mmoles de 2-octanona y 0,03 mmoles de cofactor NAD+, durante 1 h 
bajo agitación magnética. 
La estabilidad térmica de la enzima se determinó calentando durante 1 hora la ADH(S) 
libre e inmovilizada en un rango de temperaturas entre 25 y 55 °C. Para ello 209 mg de 
ADH(S)@NITQ-2 o 9 mg ADH(S) dispersos en una disolución de 10 mL de tampón 
fosfato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v) se calentaron en un rango de tempera-
turas entre 25 y 55 ºC. A continuación, el cofactor NAD+ (0,03 mmol) y el sustrato 2-
octanona (0,3 mmol), se agregaron y la reacción se llevó a cabo durante 1 hora. 
4.4.4.3 Reducción de 2-octanona en presencia de ADH(S)@NITQ-2 en un reactor con-
tinuo de lecho fijo  
Los experimentos en reactor de lecho fijo en continuo se llevaron a cabo de la siguiente 
manera: Una mezcla de 209 mg del biocatalizador ADH(S)@NITQ-2 y aproximada-
mente 1,8 g de dióxido de silicio (SiO2 ≥ 0.25 µm), se introdujeron en un reactor de acero 
inoxidable (diámetro 1 mm y 35 mm de longitud). El reactor se alimentó con una mezcla 
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que contenía 10 mL de tampón fosfato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v), 0,3 
mmol de 2-octanona y 0,03 mmol de cofactor NAD+, mediante una bomba peristáltica y 
la temperatura se fijó a temperatura ambiente para todos los experimentos. Las muestras 
fueron recogidas en tiempos regulares y se analizaron por cromatógrafo de gases (CG) y 
CG-MS.  A continuación, se evaluó la velocidad espacial (Ecuación 4. 1) y el tiempo de 
contacto (Ecuación 4. 2) óptimos del reactor, para ello se aumentó la cantidad de cetona, 
manteniendo constante el volumen de la alimentación, la relación molar entre cetona/co-










Ecuación 4. 1    
 




Ecuación 4. 2  
4.4.4.4 Reacción de oxidación de 2-octanol en presencia de la zeolita Zr-Beta en reactor 
discontinuo 
Las reacciones de oxidación de 2-octanol se realizaron en un reactor discontinuo, así en 
un matraz que contenía Zr-Beta (32 mg), alcohol (0,4 mmol), acetona grado HPLC (1,5 
mL, 20,4 mmol), la experiencia se realizó a 50 °C y 750 rpm. Durante la reacción se 
tomaron muestras que fueron analizadas por CG y CG-MS. 
4.4.4.5 Oxidación de 2-octanol en reactor continuo de lecho fijo 
Los experimentos de oxidación en reactor de lecho fijo se llevaron a cabo de la siguiente 
manera: en un reactor de acero inoxidable (diámetro 1 mm y 35 mm de longitud) que 
contenía la zeolita Zr-Beta (0,2-0,4 µm) (304 mg), diluida con aproximadamente 1,7 g 
dióxido de silicio (SiO2 ≥ 0.25 µm). Se introdujo una alimentación formada por 2-octanol 
(0,93 mmol) disuelta en acetona grado HPLC (10 mL, 136 mmol) mediante una bomba 
peristáltica (0,5 mL/h) y la temperatura se fijó a 50 ºC, mediante una manta calefactora 
externa. Se tomaron muestras a tiempos regulares y se analizaron por cromatografía de 
gases (CG) y CG-MS. A continuación, se evaluó la velocidad espacial (Ecuación 4. 1) y 
el tiempo de contacto (Ecuación 4. 2) óptimos del reactor, para ello se aumentó la canti-
dad de alcohol racémico, manteniendo constante el volumen de la alimentación, el flujo 
del reactor y la temperatura. 
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4.4.4.6 Combinación de lechos catalíticos Oxidación de 2-octanol en reactor continuo 
de lecho fijo 
Los experimentos de combinación de los dos reactores de lecho fijo se realizaron del 
siguiente modo: la oxidación en reactor de lecho fijo se llevó a cabo en un reactor de 
acero inoxidable (diámetro 1 mm y 35 mm de longitud) que contenía la zeolita Zr-Beta 
(0,2-0,4 µm) (304 mg), diluida con aproximadamente 1,7 g dióxido de silicio (SiO2 ≥ 
0.25 µm). Se introdujo una alimentación formada por 2-octanol (191 mmol/L) disuelta 
en acetona grado HPLC (10 mL, 136 mmol) mediante una bomba peristáltica (flujo 0,5 
mL/h) que corresponde con un tiempo de contacto de 25 h, y la temperatura se fijó a 50 
ºC, mediante una manta calefactora externa.  
A continuación, la mezcla resultante de la primera etapa (10 mL) se diluyó con una di-
solución de tampón fosfato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v) hasta un volumen 
de 62 mL (% v/v de acetona en esta disolución 16 %), se le ajustó la cantidad necesaria 
de cofactor hasta alcanzar la relación 10/1 cetona/NAD+ (3 mM) y esta disolución que 
contenía 30 mM de 2-octanona (formada en la primera etapa) se alimentó en el segundo 
reactor donde se encontraba el biocatalizador ADH(S)@NITQ-2 a un flujo de 0,55 mL/h, 
correspondiente a un tiempo de contacto de 4 h (entrada C, Tabla 4. 7), esta experiencia 
se continuó durante 20 h, se recolectaron las muestras y se analizaron por CG y CG-MS. 
En la siguiente experiencia (entrada B, Tabla 4. 7) la etapa de oxidación se realizó de la 
misma manera que la anterior. Por otro lado, el producto obtenido tras la primera etapa 
fue evaporado hasta reducir la cantidad de acetona a 5 mL, y fue diluida con una disolu-
ción de tampón fosfato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v) hasta un volumen de 
62 mL (% v/v de acetona en esta disolución 8 %), se le ajustó la cantidad necesaria de 
cofactor hasta alcanzar la relación 10/1 cetona/NAD+ (3 mM) y esta disolución que con-
tenía 30 mM de 2-octanona se alimentó en el segundo reactor donde se encontraba el 
biocatalizador ADH(S)@NITQ-2 a un flujo de 0,55 mL/h. Esta experiencia se continuó 
durante 20 h, se recolectaron las muestras y se analizaron por CG y CG-MS 
Finalmente, en la última experiencia (entrada A, Tabla 4. 7) la etapa de oxidación se 
realizó de la misma manera que la anterior. Por otro lado, el producto obtenido tras la 
primera etapa fue evaporado hasta eliminar la acetona completamente, y a continuación 
se añadió una disolución de tampón fosfato pH = 7 (100 mM)/isopropanol (50/50 v/v) 
hasta un volumen de 62 mL (% v/v de acetona en esta disolución 0 ), se le ajustó la 
cantidad necesaria de cofactor hasta alcanzar la relación 10/1 cetona/NAD+ (3 mM) y 
esta disolución que contenía 30 mM de 2-octanona se alimentó en el segundo reactor 
donde se encontraba el biocatalizador ADH(S)@NITQ-2 a un flujo de 0,55 mL/h, co-
rrespondiente a un tiempo de contacto de 4 h, esta experiencia se desarrolló durante 40 
h. Se tomaron muestras a tiempos regulares y se analizaron por cromatografía de gases 
(CG) y CG-MS.  
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4.4.5. Métodos analíticos  
El análisis de las cetonas y los alcoholes racémicos se realizó por cromatografía de gases 
(CG) utilizando una columna HP-5 (30 m × 0.25 mm × 0.25 μm) y detector FID. Los 
estándares para cetonas y alcoholes racémicos se diluyeron en n-hexano y las curvas de 
calibración se realizaron usando dodecano como patrón estándar. El balance molar fue 
superior al 97 % en todos los casos. La identificación de los productos fue llevada a cabo 
usando un CG-MS Agilent 5973 Network Mass selective Detector equipado con una 
columna capilar HP5-MS Ultrainert (30 m × 0.25 mm × 0.25 μm) y un detector FID. El 
tiempo de retención y el espectro de masas fue utilizado para identificar las cetonas y los 
alcoholes producidos, y comparados con los compuestos comerciales. 
El exceso enantiomérico de los alcoholes secundarios se determinó utilizando un croma-
tógrafo de gases Variant 3900 gas chromatograph equipado con una columna (Supelco 
β-Dex225 30 m x 0.25 mm x 0.25 µm) y un detector FID. La derivatización previa de 
los alcoholes fue necesaria para conseguir una separación óptima de los enantiomeros. 
En un procedimiento típico a una disolución de alcohol (5 mmol), trietilamina (6 mmol) 
y 4-dimetilaminopiridina (0,5 mmol) disueltos en 5 mL de CH2Cl2, se le añadió ácido 
trifluoroacético anhidro (6,2 mmol) a 0 ºC. A continuación, la mezcla se agito durante 2 
h manteniendo la temperatura a 0 ºC, y después durante 2 h adicionales a temperatura 
ambiente. A continuación, se añadió agua destilada a la disolución y se separó la fase 
orgánica. Por último, la fase acuosa se extrajo con CH2Cl2 4 veces y las fases orgánicas 
se combinaron y se secaron con MgSO4.  Por último, el producto obtenido fue analizado 
por cromatografía de gases utilizando un Variant 3900 gas chromatograph. La identifi-
cación de los productos quirales fue verificada por comparación del tiempo de retención 
de los alcoholes quirales puros, bajo la misma metodología de derivatización.182  
El análisis de FTIR se registró con un IR Vertex Bruker DTGS (Detector) y una celda 
de cuarzo de infrarrojo convencional Quartz KR55 con las ventanas conectadas a un 
sistema de dosificación de vacío se prepararon pastillas autoconsistentes de las muestras 
de ITQ-2 y NITQ-2 se trataron a vacío (10−4 a 10−5 Pa) a 400 °C durante 45 min.  
Las áreas superficiales de los soportes se calcularon mediante el método de Brunauer-
Emmet-Teller (BET) por medio de la adsorción de nitrógeno a -196 °C, utilizando un 
ASAP 2420 (V2.09 J). El análisis elemental se realizó en un Euro EA3000 Elemental 
Analyzer (EuroVector), utilizando sulfanilamida como referencia.  
El contenido de metal en las muestras fue analizado mediante  (Espectrometría de emi-
sión atómica con Plasma Acoplado Inductivamente) usando un equipo Varian 715-ES.  
Los productos fueron caracterizados por CG-MS:  
2-octanona: EIMS (70 eV) m/z (%) 128 [M]+ (10), 71 (21), 58 (96), 44 (100); 2-pen-
tanona: EIMS (70 eV) m/z (%) 86 [M]+ (30), 71 (13), 58 (100), 41 (15); 2-hexanona: 
EIMS (70 eV) m/z (%) 100 [M]+ (20), 58 (67), 43 (100), 57 (34); 2-nonanona: EIMS (70 
eV) m/z (%) 142 [M]+ (14), 71 (27), 58 (100), 43 (32); 2-dodecanona: EIMS (70 eV) 
m/z (%) 184 [M]+ (13), 71 (41), 58 (100), 43 (74); 1-ciclohexiletanona: EIMS (70 eV) 
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m/z (%) 126 [M]+ (51), 83 (79), 55 (100), 43 (60); 4-acetilbifenil: EIMS (70 eV) m/z 
(%) 196 [M]+ (50), 181 (100), 153 (35), 152 (61);  
2-octanol: EIMS (70 eV) m/z (%) 130 [M]+ (1), 55 (26), 45 (100), 39 (18); 2-pentanol: 
EIMS (70 eV) m/z (%) 88 [M]+ (1), 73 (16), 55 (29), 45 (100); 2-hexanol: EIMS (70 eV) 
m/z (%) 102 [M]+ (1), 69 (30), 45 (100), 43 (18); 2-nonanol: EIMS (70 eV) m/z (%) 144 
[M]+ (1), 69 (32), 45 (100), 43 (23); 2-dodecanol: EIMS (70 eV) m/z (%) 186 [M]+ (1), 
57 (32), 45 (100), 43 (27); 1-ciclohexiletanol: EIMS (70 eV) m/z (%) 127 [M]+ (1), 82 
(97), 55 (78), 45 (100); 4-bifenilmetilcarbinol: EIMS (70 eV) m/z (%) 198 [M]+ (41), 
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Capítulo 5 Obtención de diésteres del 2,5-
bis(hidroximetil)furano (BHMF) a partir 
del 5-hidroximetilfurfural a través de un 




5.1. Introducción  
La mayor parte de los combustibles y de los compuestos químicos necesarios para el 
desarrollo de nuestra sociedad provienen de recursos fósiles no renovables. Desgracia-
damente, la alta demanda unido a las reservas limitadas, y a la gran contaminación pro-
ducida por la combustión y la extracción de estos recursos, ha llevado a los investigado-
res a centrar sus esfuerzos en la búsqueda de nuevas fuentes de energía y de productos 
químicos.  
En este sentido, la biomasa constituye una fuente de carbono renovable que proviene de 
la naturaleza y esto ha provocado que gran parte de los esfuerzos se focalicen en obtener 
biocombustibles y productos químicos de alto valor añadido a partir de biomasa de ori-
gen lignocelulósico. De esta manera, no compite directamente con la industria alimenta-
ria y permite suplir las necesidades de biocombustibles y productos químicos.  
Una manera de valorizar la biomasa en productos químicos y combustibles es a través 
de la transformación de las denominadas moléculas plataforma, que son compuestos que 
se obtienen a través de tratamientos primarios del material lignocelulósico. 
Entre ellas destaca el 5-hidroximetilfurfural (HMF) (Esquema 5. 1). Este compuesto se 
obtiene a partir de la deshidratación en medio ácido de hexosas o pentosas y constituye 
una de las moléculas plataforma más versátiles debido a su gran cantidad de aplicaciones 
en la industria, tales como biocombustibles, fármacos, antifúngicos, surfactantes, polí-
meros, etc.183 
En los últimos años se han investigado una gran cantidad de transformaciones del HMF, 
como por ejemplo oxidaciones, reducciones, alquilaciones, condensaciones, acetaliza-
ciones, etc.184–188 para obtener distintos derivados (Esquema 5. 1) que muestran nume-
rosas aplicaciones.  




Esquema 5. 1. Derivados del HMF y sus aplicaciones. 
Entre estas transformaciones, la reducción del HMF en 2,5-bis(hidroximetil)furano 
(BHMF), ha recibido gran atención por parte de los investigadores189 debido a que el 
BHMF presenta una amplia variedad de aplicaciones entre las que cabe resaltar la sínte-
sis de polímeros, espumas, intermedios de productos farmacéuticos,190,191 y aditivos para 
biodiesel.192   
Tradicionalmente la conversión de HMF en BHMF se realiza mediante el uso de sales 
de hidruros metálicos, por ejemplo (LiAlH4), en cantidades estequiométricas. Sin em-
bargo, el coste de estos reactivos metálicos y la gran cantidad de residuos generados son 
desventajas importantes de este proceso. Por ello, la comunidad científica ha propuesto 
diversas estrategias catalíticas para la obtención de BHMF a partir de HMF, entre las que 
se encuentran la hidrogenación clásica, las reacciones de transferencia de hidrógeno, así 
como reducciones fotocatalíticas y electrocatalíticas.193 
Cabe mencionar que la síntesis quimioselectiva de BHMF a partir de HMF usando hi-
drógeno como agente reductor y catalizadores metálicos no es tarea fácil. La estructura 
química del HMF (Esquema 5. 1) presenta diferentes funcionalidades susceptibles de 
reaccionar, disminuyendo la selectividad al producto deseado. Por ejemplo, otros proce-
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carbonilo y la apertura del anillo furánico pueden competir con la hidrogenación del 
grupo formilo.  
En la bibliografía, podemos encontrar ejemplos de la hidrogenación catalítica del HMF 
en BHMF, generalmente mediante el uso de catalizadores basados en nanopartículas de 
metales nobles193 como Au, Pd, Pt, Ru e Ir (Tabla 5. 1). En estos casos la selectividad al 
BHMF está controlada principalmente por el catalizador y las condiciones de reacción. 
Sin embargo, en la actualidad existe un gran interés en sustituir estas nanopartículas de 
metales nobles por nanopartículas de metales no nobles (MNN). Esto se debe a dos ra-
zones, la primera de ellas es la económica ya que el uso de MNN permitiría abaratar el 
proceso industrial y por ello el precio del producto final. La segunda razón, es que el uso 
de catalizadores basados en nanopartículas de MNN representa un enfoque prometedor 
para una química más sostenible de acuerdo con los principios de la Química Verde.  
Por otro lado, los catalizadores basados en nanopartículas de MNN presentan una serie 
de claras desventajas, como son que para lograr rendimientos similares a los obtenidos 
con los metales nobles se necesitan condiciones de reacción severas (particularmente 
altas presiones de H2 y altas temperaturas), y además este tipo de catalizadores son más 
propensos a la desactivación debido a la aglomeración del metal y a los procesos de 
lixiviado. 
Como se puede observar en la Tabla 5. 1, existe una gran variedad de catalizadores ba-
sados en nanopartículas de MNN como Cu, Ni y Co (mono o bimetálicas), que se han 
utilizado con éxito en la reducción de HMF a BHMF, sin embargo, generalmente requie-
ren de altas presiones de hidrógeno (30-70 bar). Por lo tanto, el desarrollo de nuevos 
catalizadores basados  en nanopartículas de MNN que funcionen de manera eficiente en 
condiciones de reacción similares a las requeridas para los metales nobles es un reto 
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Tabla 5. 1. Resultados de la hidrogenación de HMF en BHMF en presencia de catalizadores hetero-
géneos de metales nobles y no nobles descritos en la bibliografía. 
 
aÓxido de Co-alumina. bEl producto principal es BHMF. cCo-400 catalizador comercial Co3O4 reducido a 
400 oC 
Recientemente, nuestro grupo ha desarrollado nanopartículas metálicas de Co y CoNi 
monodispersas, recubiertas con una fina capa de carbón (Co@C y CoNi@C). Estos ca-
talizadores han demostrado ser altamente activos y selectivos para la reducción quimio-
selectiva de nitroarenos así como en la reducción del ácido levulínico respectiva-



















100 80 20 97 82 195 
Pt/C Etanol 14 23 18 - 82 196 
PtSn/SnO2/RGO Etanol 20 70 1/2 99 99 197 
Ru/C Agua 50 60 2/3 100 100 198 
Ru/ZrO2 1-butanol 15 120 6 99 99 199 
Ir/TiO2 Agua 60 50 3 99 95 200 
Cu/SiO2 Metanol 25 100 8 100 97 201 
Cu/PMO Etanol 50 100 3 100 99 202 
Cu/ZnO 1,4-dioxano 15 100 2 100 99 203 
Raney Cu Agua 90 90 8 94 86 204 
CuZn Etanol 70 120 3 100 95 205 
Raney Ni Agua 90 90 8 100 60 204 
NiFe/CNT 1-butanol 30 110 18 100 96 206 
CoAla Metanol 40 120 4 89 83 207 
Co/SiO2 Agua 34 60 4 100 96 208 
Raney Co Metanol 40 120 4 100b 0 207 
Raney Co Metanol 20 120 1 100 95 209 
Co-400c Metanol 20 90 1 94 93 209 
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moderadas. Se mostró que la principal ventaja de estas nanopartículas es que la capa de 
carbón protege a las nanopartículas metálicas de la sobreoxidación, el lixiviado y la aglo-
meración. Además, la preparación de estos materiales a gran escala puede llevarse a cabo 
fácilmente mediante la descomposición hidrotermal de un complejo Co-EDTA (formado 
por reacción de una sal de Co con la sal sódica del ácido etilendiaminotetraacético). 
Además, este catalizador puede almacenarse en condiciones ambientales durante largos 
periodos de tiempo sin observarse cambios morfológicos aparentes. Otra característica 
interesante de este catalizador es que es magnético, lo que permite una fácil separación 
del medio de reacción. 
Debido a la simplicidad de la preparación de este tipo de catalizadores y a su alta activi-
dad catalítica en reacciones de hidrogenación y siguiendo los objetivos de esta Tesis se 
decidió estudiar primero el potencial del catalizador Co@C para la reducción selectiva 
de HMF en BHMF, para posteriormente acoplar esta reducción a una esterificación/tran-
sesterificación enzimática del BHMF con objeto de obtener diésteres útiles como agentes 
plastificantes (Esquema 5. 2).  
 
Esquema 5. 2. Proceso quimioenzimático para la síntesis de diésteres del BHMF. 
En la bibliografía se ha descrito que los diésteres de los ácidos grasos del BHMF tienen 
aplicaciones como aditivos para biodiesel212 y surfactantes no iónicos.213 Por otro lado, 
los diésteres del BHMF con menor longitud de cadena (C2-C10) se pueden utilizar como 
una nueva clase de plastificantes derivados de la biomasa. Esto presenta claras ventajas 
frente a los plastificantes más utilizados actualmente, los ftalatos, ya que los diésteres 
del BHMF de cadena corta a diferencia de los ftalatos, no son tóxicos, son biodegrada-
bles y presentan una excelente compatibilidad con el policloruro de vinilo (PVC). Por lo 
que podrían sustituir a los ftalatos derivados del petróleo ampliamente utilizados en la 
industria de los plásticos.214 
En general, las reacciones de esterificación se realizan con catalizadores ácidos en fase 
homogénea o heterogénea. Sin embargo, la obtención de los diésteres requiere condicio-
nes de reacción severas, es decir, altas temperaturas, ácidos fuertes y la eliminación con-
tinua del agua para desplazar el equilibrio hacia el producto deseado. Así, el uso de bio-
catalizadores presentaría muchas ventajas, ya que funcionan en condiciones de reacción 
suaves, ofrecen una alta selectividad al producto deseado, son sistemas respetuosos con 
el medio ambiente, y además como se ha comentado en la introducción la posibilidad de 
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Concretamente, las lipasas son enzimas muy versátiles que catalizan una variedad de 
reacciones como la esterificación, la transesterificación y la amidación, generalmente en 
medios orgánicos y anhidros, debido a que la presencia de agua puede afectar a la acti-
vidad enzimática. Por estas razones, las lipasas han sido ampliamente estudiadas a nivel 
académico e industrial (tanto en su forma libre como inmovilizada). En concreto, el es-
tudio de la estabilidad de las lipasas inmovilizadas constituye un área de investigación 
muy activa.215 Particularmente, la Lipasa B proveniente del organismo Candida antár-
ctica, inmovilizada sobre una resina acrílica macroporosa (Novozym 435) es accesible 
comercialmente. Este biocatalizador ha sido usado eficientemente en la esterifica-
ción/transesterificación del HMF216 y en la doble esterificación de BHMF con ácidos 
grasos de cadena larga como dadores de grupos acilo.212  
Sin embargo, la reusabilidad de las lipasas sigue siendo uno de los puntos clave en la 
aplicación industrial de este biocatalizador. Teniendo en cuenta estos precedentes, nues-
tro objetivo ha sido el diseño de un proceso quimioenzimático secuencial para obtener 
diésteres de BHMF a partir de HMF. Para ello se ha combinado un catalizador químico 
(Co@C), para llevar a cabo la hidrogenación del HMF en BHMF, seguido de la esterifi-
cación/transesterificación biocatalítica del BHMF empleando una lipasa comercial (No-
vozym 435) y usando diferentes dadores de grupos acilo de cadena corta. Para ello se 
han optimizado ambas etapas por separado y finalmente se han acoplado en un proceso 
en cascada tanto en un reactor discontinuo como en reactores en continuo de lecho fijo.  
5.2. Resultados y discusión 
5.2.1. Síntesis y caracterización del catalizador Co@C 
El catalizador de Co@C fue preparado mediante la descomposición hidrotermal del com-
plejo Co-EDTA bajo atmósfera de hidrógeno a 450 ºC210 (sección experimental). El ca-
talizador obtenido fue caracterizado mediante difracción de rayos X (DRX) y espectros-
copía Raman (Figura 5. 1 y Figura 5. 2) respectivamente. Como se puede observar en la 
Figura 5. 1, el patrón de DRX de este catalizador muestra los picos de difracción asocia-
dos al cobalto metálico siendo la fase mayoritaria la fase cúbica centrada en las caras fcc 
(fase-centered cubic phase) y fase minoritaria la fase hexagonal hcp (hexagonal close-
packed). Por otro lado, la espectroscopía Raman (Figura 5. 2) muestra la presencia de 
especies de óxido de cobalto (Co3O4) junto con carbón desordenado.  




Figura 5. 1. Difracción de Rayos X del catalizador Co@C. (▲) fase cúbica centrada en las caras fcc 
(fase-centered cubic phase), (■) fase hexagonal hcp (hexagonal close-packed). 
 
Figura 5. 2. Espectroscopía Raman del catalizador Co@C. Bandas de Raman correspondientes a Co3O4 
(F2g, Eg, y A1g) y las señales Raman de láminas de carbón a 1315 cm-1 y 1592 cm-1, que corresponden 
a las bandas D y G respectivamente.  
La morfología del catalizador Co@C se caracterizó por microscopía electrónica de ba-
rrido de emisión de campo (FESEM) (Figura 5. 3a) y mediante microscopía electrónica 
de trasmisión (TEM) (Figura 5. 3b). Como se puede observar (Figura 5. 3c) el catalizador 
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Co@C está formado por nanopartículas que presentan un rango de tamaños entre los 15 
a los 100 nm. 
 
Figura 5. 3. (a) Imagen de FESEM del catalizador Co@C. (b) Imagen de TEM del catalizador 
Co@C. (c) Rango de tamaños. 
Por otro lado, el catalizador Co@C fue caracterizado usando el microscopio electrónico 
de trasmisión de alta resolución (HRTEM) (Figuras 5. 4a y 5. 4b). Como se puede ob-
servar las nanopartículas de cobalto están recubiertas por finas láminas de carbón. Las 
franjas reticulares (Lattice fringes) que se repiten en la estructura del catalizador corres-
ponden a Co metálico presentes en el núcleo de la nanopartícula, mientras que las franjas 
reticulares (Lattice fringes) en la superficie externa más cercana al carbón corresponden 
a Co3O4.  
 
Figura 5. 4. (a) Imagen HRTEM de Co@C. (b) Imagen de HRTEM de la estructura superficial de 
Co@C 
 
Figura 5. 5. Mapa de distribución de elementos: (a) Imágenes de TEM (STEM-HAADF) de Co@C; 
(b-e) Mapa de distribución de elementos de Co, C, O y Na en Co@C. 
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El mapa de distribución de elementos de las nanopartículas (Figuras 5. 5b-e) muestra 
que contienen aproximadamente un 95 % en peso de Co, también se observa la presencia 
de Co, C, O y Na dispersados regularmente en las nanopartículas.  
La caracterización estructural de las muestras concuerda con las descritas en la biblio-
grafía para estos catalizadores,210 donde se propuso que las nanopartículas de Co@C 
están constituidas de Co metálico con zonas de óxido de cobalto en la superficie y una 
fina capa de carbón con pequeñas roturas recubre las nanopartículas. 
5.2.2. Propiedades catalíticas de las nanopartículas Co@C en la reducción de HMF a 
BHMF 
5.2.2.1 Optimización de las condiciones de reacción 
Con objeto de estudiar la actividad y la selectividad del catalizador de Co@C en la re-
ducción de HMF a BHMF, la reacción se realizó primero a 90 °C bajo 20 bares de hi-
drógeno usando metanol como disolvente.  
Como se muestra en el Esquema 5. 3 se pueden obtener una gran variedad de subpro-
ductos como resultado de la sobrereducción del HMF. Sin embargo, después de 6 h se 
obtuvo BHMF (2) casi cuantitativamente con una alta selectividad (99 %), mientras que 
los otros compuestos reducidos 4 (5-metilfurfural) y 5 (5-metil-2-furfuril alcohol) se de-




Esquema 5. 3. Posibles compuestos formados en la reducción catalítica del HMF.  
Se ha observado que la temperatura juega un papel importante en la selectividad a 
BHMF, de manera que un aumento de la temperatura puede favorecer la sobrereducción 
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del HMF.203 Así, el efecto de la temperatura de reacción sobre la selectividad se deter-
minó realizando la reacción a 110 ºC (entrada 2, Tabla 5. 2).  
Tabla 5. 2. Estudio de la temperatura y de la presión de H2 en la hidrogenación de HMF usando Co@C. 




Rendimiento (%) Selectividad (%) 
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aCondiciones de reacción: HMF (0,5 mmol, 63 mg), relación molar sustrato/Co 3,1, 110 oC, 10 bar H2, 
5 mL  metanol). b A 90 oC, 20 bar de H2; c A 110 oC, 20 bar H2 
Como se puede observar en las Figuras 5. 6a y 5. 6b la velocidad de reacción inicial se 
incrementó considerablemente cuando la temperatura se aumentó de 90 a 110 ºC, mien-
tras que no se observaron cambios en la selectividad al producto deseado. En estas con-
diciones se obtuvo un rendimiento del 99 % con una selectividad del 99 % después de 3 
h (entrada 2, Tabla 5. 2). 




Figura 5. 6. Resultados de la reducción de HMF a BHMF usando Co@C. Condiciones de reacción: 
HMF (0,5 mmol, 63 mg), 10 mg de catalizador, 5 mL de metanol.  A) 90 oC, 20 bar de H2; B) 110 oC, 
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Por otra parte, también se obtuvieron buenos resultados al disminuir la presión de hidró-
geno a 10 bar, lo que indica que la actividad de hidrogenación del catalizador de Co es 
alta en estas condiciones, mientras que la selectividad se mantiene incluso cuando se 
obtienen altas conversiones de HMF (entrada 3, Tabla 5. 2 y Figura 5. 6c). En estas 
condiciones se logró un rendimiento del 95 % con 98 % de selectividad para BHMF 
después de 2 h, y solo se detectaron pequeñas cantidades de 5-metil-2-furfural (4) y 5-
metil-2-furfuril alcohol (5) en el medio de reacción. Es de resaltar que, al aumentar el 
tiempo de reacción hasta 24 h, el BHMF permanecía estable en estas condiciones de 
reacción y no se observaron productos provenientes de sobrereducción. Por ello, se se-
leccionó, 10 bar de presión de hidrógeno y 110 ºC para los siguientes experimentos. 
5.2.2.2 Estudio de distintos catalizadores en la reducción de HMF a BHMF  
Para estudiar el papel que juega el recubrimiento de carbón de las nanopartículas de Co 
en la actividad catalítica del catalizador Co@C, el catalizador fue calcinado a 250 ºC y 
450 ºC bajo atmósfera de aire, con el fin de eliminar la capa de carbón que envuelve las 
nanopartículas de Co. Estudios anteriores de espectroscopía Raman mostraron que parte 
del recubrimiento de carbón persiste cuando el catalizador se calcina bajo atmósfera de 
aire a 250 ºC (Co@C-250a) detectándose además partículas de Co y especies oxidadas 
en la superficie del catalizador. Sin embargo, cuando el catalizador se calcina a 450 ºC 
(Co@C-450a), la capa de carbón se elimina prácticamente en su totalidad y el Co3O4 es 
la única especie que se detecta.210   
Como se puede observar en la Tabla 5. 3, cuando la reacción de hidrogenación del HMF 
se llevó a cabo con el catalizador Co@C-250a la actividad catalítica disminuyó con res-
pecto a la obtenida con el catalizador Co@C (entrada 2, Tabla 5. 3 y Figura 5. 7), además 
la pérdida de actividad es aún mayor para el catalizador (Co@C-450a) (entrada 3, Tabla 
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Tabla 5. 3. Hidrogenación de HMF usando diferentes catalizadoresa 




Rendimiento (%) Selectividad (%) 
2 
2 3 4 5 
















































































































aCondiciones de reacción: HMF (0,5 mmol, 63 mg) relación molar sustrato/Co 3,1, 110 oC, 10 bar H2, 
5 mL metanol. 




Figura 5. 7. Resultados de la reducción de HMF usando el catalizador Co@C-250a. Condiciones de 
reacción: 0,5 mmol HMF, 10 mg Co@C-250a, 5 mL metanol, 110 ºC, 10 bar H2. HMF (♦), BHMF 
(■),3 (▲). 
 
Figura 5. 8. Resultados de la reducción de HMF usando el catalizador Co@C-450a. Condiciones de 
reacción: 0,5 mmol HMF, 10 mg Co@C-450a, 5 mL metanol, 110 ºC, 10 bar H2. HMF (♦), BHMF (■), 
3 (▲). 
Además, como puede observarse en la Figura 5. 8, existe un período de inducción más 
largo en la muestra Co@C-450a con respecto a la muestra Co@C-250a (Figura 5. 7). 
Estos resultados catalíticos indican que las nanopartículas de Co metálicas son la fase 
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protege a las nanopartículas de Co de la oxidación, sino que probablemente mejora la 
difusión de hidrógeno en la superficie de Co0 y obviamente, la actividad catalítica. De 
hecho, cuando se realizó la reacción utilizando una muestra de Co3O4 comercial (Co3O4-
R) previamente reducida con H2 a 450 ºC, (entrada 4, Tabla 5. 3 y Figura 5. 9), la velo-
cidad de reacción fue considerablemente más baja que la mostrada por los catalizadores 
Co@C. 
 
Figura 5. 9. Reducción de HMF usando el catalizador Co3O4-R. Condiciones de reacción: 0,5 mmol 
HMF, 10 mg Co3O4-R, 5 mL metanol, 110 ºC, 10 bar H2. HMF (♦), BHMF (■), 3 (▲). 
Además, con fines comparativos se preparó un catalizadores basado en nanopartículas 
de Co por descomposición de un complejo metal-orgánico: el catalizador (Co-BTC) que 
se preparó por descomposición de un material de Co con estructura metal-orgánico 
(MOF) con ácido trimésico como ligando,211  y un catalizador basado en nanopartículas 
de Co soportadas sobre carbón (Co@C/C) preparado por descomposición de un com-
plejo de Co soportado.217 Como se puede observar en la Tabla 5. 3 (entradas 5 y 6), la 
actividad y la selectividad de estos catalizadores fueron similares y considerablemente 
más bajas que las que muestra el catalizador Co@C. Finalmente, se realizó un experi-
mento de control en ausencia de catalizador obteniéndose únicamente un 15 % de con-
versión de HMF después de 24 h (entrada 7, Tabla 5. 3) con 53 % de selectividad a 
BHMF, siendo el acetal 3 el único subproducto. 
Estos resultados muestran que el catalizador Co@C es un excelente candidato para llevar 
a cabo la reacción de reducción del HMF en BHMF con excelente rendimiento y selec-
tividad. Además, cuando se compararon los resultados obtenidos en la reducción de 
HMF a BHMF con el catalizador de Co@C con los descritos previamente en la biblio-
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puede observar que este catalizador funciona de manera similar en términos de actividad 
y selectividad, que los catalizadores basados en metales nobles como el Ru, Pt o Pd. 
5.2.2.3 Estudio de la estabilidad y reusabilidad del catalizador Co@C en la reducción 
de HMF a BHMF  
Con el objetivo, de determinar si se produce lixiviado de Co en el medio de reacción, se 
llevó a cabo un experimento adicional donde se detuvo la reducción de HMF después de 
30 min. En ese instante, el catalizador se retiró con un imán y la reacción continuó du-
rante 1 h adicional durante la cual no se detectó ninguna conversión a BHMF adicional 
(Figura 5. 10). 
 
Figura 5. 10. Estudio de lixiviado del catalizador Co@C durante la reducción del HMF a BHMF. 
Condiciones de reacción: 0,5 mmol HMF, 10 mg Co@C, 5 mL metanol, 110 ºC, 10 bar H2. HMF (♦), 
BHMF (■), 3 (▲).  
Con el objetivo de estudiar la reutilización del catalizador, después de una primera reac-
ción, el catalizador Co@C se recuperó con un imán, se lavó con metanol se calcinó a 
170 ºC durante 2 h, bajo atmósfera de H2, y se usó de nuevo en otro ciclo de reacción. 
Como puede observar en la Figura 5. 11, la conversión de HMF y la selectividad a BHMF 





























Figura 5. 11. Estudio de reusabilidad del catalizador Co@C en la hidrogenación de HMF a BHMF. 
Condiciones de reacción: 0,5 mmol HMF, 10 mg Co@C, 5 mL metanol, 110 ºC, 10 bar H2, 4 h. Con-
versión de HMF (■), Selectividad a BHMF (■).  
Aunque la velocidad de reacción disminuyó después del primer ciclo, aún se pudo obte-
ner un rendimiento del 91 % de BHMF cuando se prolongó el tiempo de reacción a 4 h. 
Además, el análisis de TEM del catalizador reusado después del cuarto ciclo (Figura 5. 
12) indica que las nanopartículas de Co monodispersadas se conservan después del reuso 
del catalizador, lo que demuestra su estabilidad durante el proceso de hidrogenación de 
HMF. 
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5.2.2.4 Generalidad del proceso de reducción en presencia de Co@C 
Teniendo en cuenta el excelente resultado obtenido en la hidrogenación del HMF en 
presencia del catalizador Co@C, se exploró la capacidad del catalizador en la hidroge-
nación de diferentes aldehídos que incluye aldehídos aromáticos con grupos dadores o 
aceptores de electrones, alifáticos y heterocíclicos, así como distintas cetonas.  
Tabla 5. 4. Resultados de la hidrogenación catalítica de distintos compuestos carbonílicos utilizando 
el catalizador Co@C.a 
 
aCondiciones de reacción: sustrato (0,5 mmol), 10 mg Co@C relación molar (substrato/Co) 3,1, 110 
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Como se puede observar en la Tabla 5. 4, el catalizador Co@C mostró una alta actividad 
catalítica y selectividad en la hidrogenación de los aldehídos aromáticos con grupos da-
dores y aceptores de electrones, (entradas 1-3), y además no se detectó el producto de 
deshalogenación en el caso de p-fluorobenzaldehído (entrada 3, Tabla 5. 4).  
Otros aldehídos furánicos derivados de la biomasa, como furfural y 2-metilfurfural, se 
redujeron fácilmente a los alcoholes correspondientes con alta selectividad. De especial 
interés industrial es la reducción de furfural en alcohol furfurílico (entrada 4, Tabla 5. 
4), que es un intermedio importante en la producción de resinas, fibras, lisina, vitamina 
C, lubricantes y agentes dispersantes. El alcohol furfurílico se produce comercialmente 
(400·103 Tm / año) empleando un catalizador de cobre-cromita.  
Para determinar si el catalizador Co@C hidrogenaba el grupo carbonilo quimioselecti-
vamente en presencia de dobles enlaces carbono-carbono, se llevó a cabo la hidrogena-
ción de citronelal (3,7-dimetil-6-octenal) con el fin de obtener citronelol, un alcohol im-
portante en la industria de perfumes. En este caso se pudo obtener un rendimiento al 
alcohol del 98 % con una selectividad del 100 % de citronelol en solo 2 h (entrada 6, 
Tabla 5. 4). Como era de esperar la hidrogenación de cetonas dio lugar a los correspon-
dientes alcoholes secundarios en menor extensión que los aldehídos, requiriéndose ma-
yor cantidad de catalizador y tiempos de reacción más largos, pero en todos los casos la 
selectividad a los alcoholes correspondientes fue del 100 %. 
5.2.2.5 Estudio de la influencia del disolvente en la reducción de HMF en BHMF  
Como se ha comentado en la introducción, el objetivo de este estudio fue el diseño de un 
proceso quimioenzimático en dos etapas, acoplando la primera etapa de reducción del 
HMF con la segunda etapa de esterificación/transesterificación enzimática del BHMF.  
Como hemos mostrado anteriormente, el primer paso, de reducción del HMF se logra 
con altos rendimientos utilizando Co@C y metanol como disolvente. Sin embargo, los 
disolventes como el metanol o etanol no son medios adecuados para las enzimas, ya que 
la desnaturalización del biocatalizador puede ocurrir fácilmente.218 Por lo tanto, para op-
timizar el proceso quimioenzimático, el estudio de la influencia del disolvente en la ac-
tividad catalítica y la selectividad de las nanopartículas de Co@C era imprescindible.  
Concretamente en la reducción de HMF, se ha descrito que la naturaleza del disolvente 
puede desempeñar un papel importante en la actividad y selectividad del catalizador.219 
Por lo tanto, se realizó un estudio de la actividad catalítica de las nanopartículas de 
Co@C usando diferentes disolventes y los resultados obtenidos se muestran en la Tabla 
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Tabla 5. 5. Influencia del disolvente en la hidrogenación del HMF en presencia de Co@C.a 
Entrada Disolvente Conversión (%) Rendimiento (%) Selectivi-
dad 2 % 
2 4 5 








2 Isopropanol 98 
 
86 2 10 88 
 









4c 2-MTHF 30 26 2 2 87 
5d 2-MTHF 95 91 - 4 96 
aCondiciones de reacción: HMF (0,5 mmol, 63 mg), 10 mg Co@C, disolvente (5 mL) 110 oC, 10 bar 
H2, 2 h. b Se detectó el producto de condensación proveniente de la acetona y del HMF; c 10 h; d 30 mg 
Co@C, 10 h. 
Como se puede observar, la actividad catalítica y la selectividad están fuertemente con-
troladas por la naturaleza del disolvente empleado. Los disolventes polares próticos, 
como el metanol y el isopropanol, son más adecuados para realizar la hidrogenación de 
HMF, que los disolventes polares apróticos. Se puede encontrar en la bibliografía un 
comportamiento similar utilizando un catalizador de Pt/MCM-41 en la reducción de 
HMF a 35 ºC y 7 bar H2.220 Estos resultados se explican teniendo en cuenta la acidez de 
Lewis y la basicidad del disolvente. Por ejemplo, los disolventes próticos como el meta-
nol, capaces de aceptar electrones, pueden polarizar el grupo C=O mejor que los disol-
ventes polares apróticos, lo que hace que el C=O sea más propenso a la hidrogenación. 
Como se puede observar en la Tabla 5. 5, la conversión obtenida con 2-MTHF y acetona 
fue considerablemente más baja que la obtenida con disolventes próticos, mientras que 
se mantuvo alta la selectividad con 2-MTHF. De hecho, cuando se aumentó la cantidad 
de catalizador, se pudo obtener una conversión del 95 % con una selectividad del 96 % 
al producto deseado BHMF (2). 
5.2.3. Síntesis de los diésteres del BHMF en un proceso en cascada  
Teniendo en cuenta los resultados obtenidos para la reducción de HMF a BHMF y si-
guiendo nuestro objetivo de diseñar un proceso quimioenzimático para preparar diésteres 
de BHMF a partir de HMF útiles como plastificantes se estudió a continuación la etapa 
de esterificación del BHMF con ácidos carboxílicos de cadena corta utilizando la enzima 
comercial inmovilizada (Novozym 435) (Esquema 5. 4). 




Esquema 5. 4. Síntesis de ésteres del BHMF en presencia de la enzima Novozym 435 con ácidos car-
boxílicos de cadena corta. 
Recientemente, Lacatus y col.212 han descrito la esterificación de BHMF con ácidos gra-
sos de cadena larga utilizando la lipasa (Novozym 435) como biocatalizador. Los autores 
encontraron que se pueden obtener altos rendimientos a los diésteres del BHMF utili-
zando una variedad de disolventes como el 2-metiltetrahidrofurano (2-MTHF), 1,4-dio-
xano o acetona en presencia de tamices moleculares. Los autores demostraron que la 
presencia de tamices moleculares para eliminar el agua fue decisiva para obtener los 
diésteres de BHMF con altos rendimientos. 
Siguiendo este protocolo, inicialmente se estudió la esterificación enzimática del BHMF 
usando el ácido hexanoico y la lipasa comercial (Novozym 435). Dado que la reducción 
de HMF en BHMF se realizó de forma selectiva utilizando metanol como disolvente, 
primero se intentó realizar la esterificación enzimática de BHMF con ácido hexanoico 
utilizando este disolvente, aunque esperábamos que un disolvente altamente polar como 
el metanol podría desnaturalizar la enzima.221,218 Según lo esperado, cuando se utilizó 
metanol como disolvente la actividad enzimática quedó suprimida totalmente y no se 
produjo esterificación de BHMF. 
Posteriormente se seleccionó como disolvente el 2-metiltetrahidrofurano (2-MTHF) ya 
que, como se muestra en la Tabla 5. 5, en la primera etapa se puede obtener una alta 
selectividad y conversión en la transformación catalítica de HMF a BHMF en presencia 
de Co@C. 
Como se observa en la Figura 5. 13, utilizando 2-MTHF como disolvente en la esterifi-
cación del BHMF, se formó rápidamente el monoéster hexanoato del BHMF que poste-
riormente se transformó en el correspondiente diéster de BHMF. Después de 11 h de 





BHMF Ácido carboxílico Diéster-BHMF Monoéster-BHMF
Novozym 435 
2-MTHF 




Figura 5. 13. Esterificación del BHMF con ácido hexanoico. Condiciones de reacción: BHMF (0,05 
mmol), ácido hexanoico (0,2 mmol), 1 mL 2-MTHF, 25 mg Novozym 435 y 200 mg de tamiz molecu-
lar, 35 ºC. BHMF (●), Monoéster (▲), Diéster (■). 
A continuación, se realizó el acoplamiento de las dos etapas del proceso, para ello, ini-
cialmente el HMF se hidrogenó en las condiciones óptimas (entrada 5, Tabla 5. 5) en 
presencia del catalizador de Co@C a 110 ºC utilizando 2-MTHF como disolvente y una 
vez se logró un rendimiento de aproximadamente 92 % de BHMF la temperatura se dis-
minuyó a 35 ºC y el catalizador se retiró del medio de reacción con un imán. A continua-
ción, se agregó el ácido hexanoico, la lipasa Novozym 435 y el tamiz molecular. Como 
puede observarse en la Tabla 5. 6, se obtuvo un excelente rendimiento y selectividad 
para el correspondiente diéster del BHMF con el ácido hexanoico. También se obtuvie-
ron excelentes resultados cuando el proceso en cascada se realizó con ácido butírico y 
ácido octanoico (entradas 2 y 4, Tabla 5. 6).  
Sin embargo, cuando se usó ácido acético, la selectividad al diéster fue considerable-
mente menor que la lograda con los otros ácidos, y se obtuvo una mezcla de monoéster 
(46 %) y diéster (47 %) después de 24 h de reacción. En este caso, la menor actividad 
enzimática se atribuyó a la mayor acidez del ácido acético que puede causar una desac-
tivación parcial de la lipasa.216 Aunque, después de aumentar el tiempo de reacción hasta 
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Tabla 5. 6. Resultados de la esterificación del BHMF con diferentes compuestos con grupos dadores 
de acilo.  
 
Condiciones de reacción: a primera etapa HMF (0,5 mmol, 63 mg), 30 mg Co@C, 2-MTHF (5 mL) 110 
oC, 10 bar H2, 10 h. b Segunda etapa relación molar BHMF/compuesto dador de acilo (1/4), 250 mg 
Novozym 435, 1 g tamiz molecular, 35 oC. 
Para estudiar la estabilidad del sistema quimioenzimático, se repitió el proceso en cas-
cada con el ácido hexanoico durante 3 ciclos consecutivos, bajo las mismas condiciones 
de reacción. Como se observa en la Tabla 5. 7 se produjo tanto la desactivación del 
Co@C como de la lipasa, siendo necesario aumentar el tiempo de reacción para alcanzar 
rendimientos razonables. La desactivación de la lipasa es considerablemente superior lo 
que puede ser atribuido a la desnaturalización del enzima como consecuencia de la aci-

























t (h) Conv. (%)






















2 10 95 91 96
Ácido 
butírico
11 94 94 100 85 90
3 10 95 92 97
Ácido 
hexanoico
24 99 99 100 91 96
4 10 96 93 97
Ácido 
octanoico
24 99 99 100 92 96
5 10 97 92 95
Hexanoato 
de vinilo
0,5 97 97 100 89 92
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Tabla 5. 7. Estudio de la reusabilidad en el proceso quimioenzimático para la obtención de los diésteres 
obtenidos a partir del BHMF y el ácido hexanoico.  
Condiciones de reacción: a primera etapa HMF (0,5 mmol, 63 mg), 30 mg Co@C, 2-MTHF (5 mL) 110 
oC, 10 bar H2, 10 h. b Segunda etapa: relación molar BHMF/ácido hexanoico (1/4), 250 mg Novozym 
435, 1 g tamiz molecular, 35 oC.  
Aunque los ácidos carboxílicos son baratos y se pueden obtener fácilmente, su uso como 
reactivos en reacciones de esterificación presenta varias desventajas como son la forma-
ción de agua como producto de reacción, escasa solubilidad con alcoholes, baja reacti-
vidad y consecuentemente presentan largos tiempos de reacción.  
Además, la formación de agua como producto de reacción no solo puede afectar a la 
actividad enzimática de las lipasas, sino que además el agua presente en el medio puede 
actuar como un nucleófilo competitivo que desplaza el equilibrio en sentido contrario y 
que por lo tanto tiene que ser eliminado del medio de reacción para conseguir altos ren-
dimientos de los ésteres. Otro inconveniente de los ácidos carboxílicos es su acidez in-
trínseca que puede desactivar la lipasa a través de reusos consecutivos. 
Una manera de superar estos problemas es la utilización de ésteres vinílicos como dado-
res de grupos acilo. En este caso, el grupo saliente en la transesterificación es un enol 
que tautomeriza a la forma cetónica (acetaldehído) rápidamente haciendo la reacción 
irreversible. Además, la utilización de ésteres elimina el problema de desnaturalización 
asociado a la acidez del ácido carboxílico.  
Los ésteres vinílicos se utilizan ampliamente en reacciones de polimerización y existe 
una gran variedad disponible comercialmente a un precio competitivo. Por ello se deci-
dió llevar a cabo el proceso en cascada utilizando el hexanoato de vinilo como grupo 
 


































1 9 95 91 96 11 98 96 98 87 92 
2 10 94 90 95 15 98 93 95 84 89 
3 12 91 87 96 20 96 77 80 67 74 
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dador de acilo. Como se puede observar en la Tabla 5. 6 (entrada 5), se pudo obtener un 
excelente rendimiento al diéster (97 %) con 100 % de selectividad en tan solo 0,5 h de 
reacción. 
5.2.4. Estudio del proceso quimioenzimático en cascada de la síntesis de los diésteres 
del BHMF mediante reactores de lecho fijo 
Aunque el proceso quimioenzimático (reducción-(trans)esterificación) mediante reacto-
res en batch o discontinuos presentados anteriormente proporciona un excelente rendi-
miento y selectividad al diéster deseado, se pensó que la automatización del proceso de 
reducción-(trans)esterificación utilizando dos reactores en continuo resultaría interesante 
desde un punto de vista industrial.  
Para ello, inicialmente se estudió el proceso de reducción del HMF a BHMF usando 
Co@C como catalizador y 2-MTHF como disolvente. Desafortunadamente, se observó 
la rápida desactivación del catalizador obteniéndose una conversión del HMF del orden 
del 60 % tras 2 h de reacción en continuo. Como se ha mostrado anteriormente cuando 
se eligió metanol como disolvente para esta etapa del proceso, se observó una menor 
desactivación del catalizador (Figura 5. 11).  Así pues, se continuó la experiencia con 
este disolvente y se optimizó la temperatura y el flujo del reactor de reducción. Como se 
puede observar en la Figura 5. 14, se obtuvieron excelentes resultados en términos de 
conversión, selectividad y estabilidad del catalizador en el proceso en continuo, traba-
jando a 90 ºC, con un flujo de 0,2 mL/min. El reactor en continuo se mantuvo durante 
60 h de operación sin pérdidas de actividad obteniéndose un rendimiento medio del 90 
% de BHMF (Figura 5. 15). 
 
Figura 5. 14. Optimización del flujo en la hidrogenación del HMF en un reactor en continuo. (Condi-
ciones de reacción: HMF en metanol (1,5 % en peso), temperatura: 90 °C, Co@C 0,335 g, 10 bar H2). 
Flujo: 0,3 mL/min (WHSV 0,66 h-1, tiempo de contacto 1,52 h), 0,25 mL/min (WHSV 0,55 h-1, tiempo 
de contacto 1,82 h), 0,20 mL/min (WHSV 0,44 h-1, tiempo de contacto 2,27 h), 0,10 mL/min (WHSV 
0,22 h-1, tiempo de contacto 4,55 h). ( ) Conversión de HMF , ( ) Rendimiento a BHMF, ( ) Selec-
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Figura 5. 15. Resultados de la hidrogenación del HMF en un reactor en continuo en presencia de 
Co@C. Condiciones de reacción HMF en metanol (1,5 % en peso), flujo 0,20 mL/min (WHSV: 0,44 
h−1) 90 °C, 10 bar H2. Conversión HMF (●), Rendimiento de BHMF (), Selectividad a BHMF (x). 
Una vez optimizada la primera etapa del proceso, se continuó con el estudio de la tran-
sesterificación del BHMF usando hexanoato de vinilo como compuesto dador de grupos 
acilo y Novozym 435 en un reactor en continuo. En este caso una disolución de BHMF 
disuelta en 2-MTHF (1,5 % en peso) y hexanoato de vinilo (6,5 % en peso) se alimentó 
en un reactor continuo a 35 ºC. Inicialmente se realizó el estudio del flujo óptimo del 
reactor de transesterificación.  Como se puede observar en la Figura 5. 16, el flujo óptimo 
del reactor fue de 0,2 mL/min que corresponde a un tiempo de contacto de 2,1 h. Bajo 
estas condiciones de reacción la producción del diester de BHMF se mantuvo en un ren-





























Figura 5. 16. Optimización del flujo en la transesterificación del BHMF en un reactor en continuo. 
Condiciones de reacción: BHMF en 2-MTHF (1,5 % en peso), hexanoato de vinilo (6,5 % en peso), 35 
°C, Novozym 435 (0,330 g). Flujo: 1,07 mL/min (WHSV 2,5 h-1, tiempo de contacto 0,4 h), 0,39 
mL/min (WHSV 0,91 h-1, tiempo de contacto 1,1 h), 0,20 mL/min (WHSV 0,48 h-1, tiempo de contacto 
2,1 h), 0,02 mL/min (WHSV 0,06 h-1, tiempo de contacto 18 h), 0,01 mL/min (WHSV 0,02 h-1, tiempo 
de contacto 60 h). ( ) Conversión de BHMF , ( ) Rendimiento al diéster de BHMF, ( ) Selectividad 
al diéster de BHMF. 
 
Figura 5. 17. Resultados de la transesterificación del BHMF en un reactor en continuo en presencia de 
Novozym 435. Condiciones de reacción BHMF en 2-MTHF (1,5 % en peso), hexanoato de vinilo (6,5 
% en peso), flujo 0,20 mL/min (WHSV: 0,48 h−1) 35 °C. Conversión BHMF % (●), Rendimiento del 
diéster de BHMF (), Selectividad al diéster de BHMF (x). 
Finalmente, se acoplaron los dos reactores, uno para cada una de las etapas del proceso 
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reactor de lecho fijo en continuo que contenía Co@C, este fue alimentado con una diso-
lución de HMF en metanol (1,5 % en peso), (0,2 mL/min) a 90 ºC y 10 bar de H2 durante 
60 h. A continuación, se eliminó el metanol por evaporación y se añadió 2-MTHF y 
hexanoato de vinilo finalmente esta disolución formada por 2-MTHF conteniendo 
(BHMF 1,3 % en peso) y hexanoato de vinilo (6 % en peso) se usó para alimentar el 
segundo reactor donde se encontraba la lipasa Novozym 435, a 35 ºC, durante 60 h. 
Como se puede observar en la Figura 5. 18, la estabilidad del proceso global se mantuvo 
durante este tiempo y se obtuvo un rendimiento global del 88 %.  
 
Figura 5. 18. Resultados del proceso quimioenzimático en dos reactores continuos. Primera etapa: hi-
drogenación del HMF usando Co@C. Segunda etapa: transesterificación del BHMF usando Novozym 
435 y hexanoato de vinilo. Conversión HMF (●), Rendimiento global (), Selectividad Global (x). 
Estos resultados demuestran que es posible acoplar los dos procesos catalíticos en un 
proceso quimioenzimático global, simplemente es necesario eliminar el metanol una vez 
acabada la primera etapa, y posteriormente introducir el hexanoato de vinilo disuelto en 
2-MTHF. 
5.3. Conclusiones Parciales 
Se ha llevado a cabo la preparación de diésteres del BHMF útiles como agentes plastifi-
cantes en polímeros a través de un proceso quimioenzimático en cascada que implica 
como primer paso la hidrogenación selectiva del HMF en BHMF utilizando un cataliza-
dor metálico y como segunda etapa la esterificación del BHMF con grupos dadores de 
acilo catalizada por una lipasa comercial (Novozym 435). 
La optimización de la etapa de reducción del HMF (temperatura, presión de H2 y disol-
vente) ha mostrado que es posible obtener BHMF con excelentes rendimientos y selec-
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recubiertas de carbón. Este catalizador presenta una actividad y selectividad similar a los 
catalizadores basados en metales nobles, bajo condiciones de reacción moderadas. 
Mediante la selección del disolvente adecuado, la etapa de reducción se ha podido aco-
plar a la etapa de esterificación del BHMF con diferentes ácidos carboxílicos como da-
dores de grupos acilo utilizando la lipasa soportada (Novozym 435), observándose una 
desactivación importante de la lipasa durante reusos consecutivos. Esta desactivación se 
atribuye principalmente a la acidez intrínseca del ácido carboxílico que puede desnatu-
ralizar la enzima.  
Sin embargo, se han obtenido excelentes resultados en cuanto actividad, selectividad y 
estabilidad del catalizador enzimático cuando se han utilizado como grupos dadores de 
acilo los ésteres vinílicos en la reacción en cascada.  
El proceso que ha dado buenos rendimientos del diéster del BHMF en reactores tipo 
batch, se ha implementado acoplando dos reactores en continuo de lecho fijo. Uno de 
ellos conteniendo el catalizador metálico de Co y el otro la lipasa, obteniéndose un ren-
dimiento global al diéster deseado cercano al 90 %, y que se ha mantenido estable du-
rante 60 h de operación.  
Estos resultados muestran que es posible la obtención de agentes plastificantes derivados 
de la biomasa a nivel industrial, como alternativa a los ftalatos de toxicidad comprobada, 
provenientes del petróleo.  
5.4. Sección Experimental  
5.4.1. Materiales 
El HMF (pureza>97 %) se adquirió a Carbosynth. La lipasa Novozym 435, el 2-MTHF, 
los ácidos acético, butírico, hexanoico, octanoico, Co(NO3)·6H2O, NaOH, Na2EDTA se 
adquirieron de Sigma Aldrich. El tamiz molecular Molecular sieves, 4A, 1-2 mm (0.04-
0.08in) beads fue adquirido en Alfa Aesar. El hexanoato de vinilo fue adquirido en Tokio 
chemical industry.  
5.4.2. Síntesis de catalizadores 
5.4.2.1 Preparación del catalizador Co@C 
El catalizador Co@C fue preparado de acuerdo con la Liu y col.210 este método consiste 
en una combinación de síntesis hidrotermal y calcinación in situ con H2. Una mezcla de 
6,98 g Co(NO3)2·6H2O, 4,47 g Na2EDTA, y 0,96 g NaOH se disuelven en 20 mL de 
agua desionizada.  
A continuación, se añaden a esta disolución 10 mL de metanol a temperatura ambiente. 
Una vez se obtiene una disolución homogénea, 23 mL de esta mezcla se transfieren a un 
autoclave de acero inoxidable de 35 mL de capacidad, y se continua con una síntesis 
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hidrotermal en estático a 200 ºC durante 24 h. El precipitado obtenido, se filtra y se lava 
con agua desionizada y acetona vigorosamente. El sólido purpura obtenido, el complejo 
Co-EDTA, es reducido con un flujo estable de H2 (50 mL/min), y con una rampa de 
temperatura 10 ºC/min hasta alcanzar la temperatura de 450 ºC y se mantiene durante 4 
h. Por último, el catalizador obtenido se deja enfría a hasta temperatura ambiente en 
atmósfera de H2, y este sólido es el catalizador Co@C. El análisis de ICP muestra que la 
cantidad de cobalto en peso es  95 %. 
5.4.2.2 Preparación del catalizador Co@C a partir de la descomposición térmica de 
precursor metal-orgánico (MOF) 
La red metal-organica (Co-BTC) se preparó siguiendo Liu y col.211 utilizando ácido tri-
mésico como ligando. Para ello, se disolvieron 1,05 g de ácido trimésico y 2,91 g de 
nitrato de cobalto hexahidratado, en una mezcla de disolventes (20 mL de DMF + 20 mL 
de H2O + 20 mL de etanol) bajo agitación magnética a temperatura ambiente. Cuando 
todos los precursores sólidos se disolvieron, la mezcla se transfirió a un autoclave y se 
mantuvo a 100 °C durante 18 h. Después de la reacción hidrotermal, el sólido púrpura se 
lavó y se secó a 60 ºC. El catalizador Co@C-BTC se obtuvo por descomposición térmica 
de Co-BTC-MOF en Ar a 600 °C. La muestra se redujo previamente con H2 a 160 ºC 
antes de las pruebas catalíticas. El análisis de ICP muestra que la cantidad de cobalto en 
peso es de 30 % en peso. 
5.4.2.3 Preparación del catalizador Co@C/C  
El catalizador de Co@C/C se preparó de acuerdo con Liu y col.211  Para ello se mezclaron 
acetato de cobalto (II) tetrahidratado (127 mg) y 1,10 fenantrolina (184 mg) (Co: fenan-
trolina = relación 1: 2 M) y se disolvieron en etanol (50 mL) a temperatura ambiente. A 
continuación, se añadió carbón en polvo (690 mg) (VULCAN® XC72R, Cabot Corpo-
ration) y la mezcla completa se calentó a reflujo durante 4 h. La suspensión se enfrió a 
temperatura ambiente y el disolvente fue eliminado por evaporación. El sólido obtenido 
se secó a 60 °C durante 12 h. Por último, el sólido se calentó en un horno a 800 °C con 
una rampa de temperatura de 25 °C/min, y se mantuvo a 800 °C durante 2 h bajo atmós-
fera de Ar. Después de eso, el sólido se enfrió a temperatura ambiente. El análisis de ICP 
muestra que la cantidad de cobalto es del 3 % en peso. 
5.4.3. Caracterización del catalizador 
El contenido de metal en las muestras fue analizado mediante  (Espectrometría de emi-
sión atómica con Plasma Acoplado Inductivamente) usando un equipo Varian 715-ES. 
Las muestras para los estudios de microscopía electrónica de transmisión y microsopia 
electrónica de transmisión de barrido (TEM y STEM) se realizaron en un microscopio 
JEOL 2100F con un voltaje de trabajo de 200 Kv. Las imágenes de STEM fueron reali-
zadas usando el detector HAADF (High angle annular dark field). Las muestras se 
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prepararon dejando caer la suspensión de la muestra (utilizando CH2Cl2 como disol-
vente) directamente sobre rejillas de cobre o níquel.  
Las muestras para microscopía electrónica de barrido de emisión de campo (FESEM) se 
realizaron en un equipo Zeiss Ultra 55 utilizando un detector de electrones retrodisper-
sados (ESB) o (Energy selective Backscattered) las muestras se prepararon depositando 
el material sobre una cinta de carbono doble adhesiva.  
Las imágenes de microscopía Raman fueron fue realizadas a temperatura ambiente 
usando un láser Renishaw Raman spectrometer “Reflex” equipado con un microscopio 
Olympus y un detector CCD utilizando una longitud de onda λ=785 nm. La potencia del 
láser sobre la muestra fue 15 mW con 20 adquisiciones por espectro. 
La difracción de rayos X (XRD) se realizó empleando un difractómetro CUBIX de PA-
Nalytical utilizando radiación Cu Kα.  
5.4.4. Experimentos catalíticos 
5.4.4.1 Reacción de hidrogenación del HMF 
La reducción de los compuestos carbonílicos se llevó a cabo en un autoclave de acero 
inoxidable de 13 mL de capacidad con un recipiente de teflón que contiene una barra de 
agitación magnética. Así, en el reactor se introdujeron HMF (0,5 mmol), Co@C (10 mg), 
metanol (5 mL) y dodecano como patrón interno. Posteriormente, el reactor se cerró 
herméticamente y se purgó tres veces con 10 bar de hidrógeno y luego se presurizó con 
10 bar de H2. La velocidad de agitación se mantuvo a 950 rpm. Finalmente, la reacción 
se calentó a 110 ºC. Los productos se analizaron por CG (Varian CP 3800) equipado con 
una columna capilar (Suprawax250, dimensiones 15mх0.32mmх0.25µm) y un detector 
FID, y las características estructurales específicas de los productos se identifican por CG-
MS (Agilent 7890). El balance molar se verificó en cada prueba y fue superior al 97 %. 
5.4.4.2 Reacción de esterificación/transesterificación enzimática 
En un reactor de vidrio de 3 mL de capacidad, que contenía una disolución de 2,5-bis(hi-
droximetil) furano (6,4 mg, 0,05 mmol), ácido carboxílico (0,2 mmol), en 2-MTHF (1 
mL) se le añadió 200 mg de tamiz molecular y 25 mg de lipasa (Novozym 435). El 
reactor se cerró herméticamente y la mezcla de reacción se agitó a 800 rpm manteniendo 
la temperatura a 35 ºC durante 24 h. El análisis de CG se realizó en un aparato Varian 
CP-3800 equipado con una columna capilar (Suprawax250, dimensiones 
15mх0.32mmх0.25µm). El balance molar se verificó en cada prueba y se confirmó que 
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5.4.4.3 Reacción en cascada (hidrogenación-transesterificación) en reactor discontinuo 
En un reactor de acero inoxidable de 13 mL de capacidad que contenia Co@C (10 mg), 
se le añadió (0,5 mmol) de HMF disueltos en 5 mL de 2-MTHF. El reactor se purgó con 
una corriente de H2 y se presurizó a 10 bar de H2. Cuando la conversión del HMF en 
BHMF fue aproximadamente del 92 %, el catalizador se eliminó con una barra magnética 
y el metanol se eliminó por destilación. A continuación, se le añadió 2 mmol de ácido 
carboxílico, lipasa (250 mg) y 2 g de tamiz molecular. La reacción de esterificación/tran-
sesterificación se llevó a cabo a la temperatura de 35 ºC, durante el tiempo necesario 
según el compuesto dador de grupos acilo. Los productos de la reacción se analizaron 
por CG y CG-MS. Para llevar a cabo los estudios de reciclado de la enzima, tras la este-
rificación la fase orgánica fue retirada por filtración. La enzima fue separada del tamiz 
molecular utilizando un colador apropiado, posteriormente se lavó varias veces con ace-
tona, se secó y se usó en el siguiente ciclo de reacción.  
5.4.4.4 Reacción de reducción del HMF en reactor continuo de lecho fijo 
La hidrogenación del HMF en presencia de Co@C en un reactor continuo de lecho fijo 
se realizó en un reactor tubular de acero inoxidable. En un experimento típico, el Co@C 
reducido (0,335 g) fue tamizado en un rango de partícula de 0,2-0,4 mm y diluido en 
carburo de silíceo se introdujo en el reactor (0,65 cm diámetro externo). El catalizador 
fue reducido previamente a 170 ºC, 10 bar H2, bajo un flujo de 50 mL/min, de mezcla 
H2/N2 (80/20) durante 2 h, tras esto el reactor fue calentado a 90ºC, utilizando un termo-
par en contacto directo con el lecho catalítico. A continuación, una disolución de HMF 
en metanol (1,5 % en peso) fue introducida en el reactor utilizando una bomba de HPLC 
(Gilson 305 HPLC Pump) a un flujo de 0,2 mL/min junto con una corriente de H2/N2 a 
un flujo de 50 mL/min manteniéndose la presión a 10 bar. Este flujo corresponde a una 
velocidad espacial (WSHV) de 0,44 h-1 o un tiempo de contacto de 2,27 h, que fue cal-
culado de acuerdo con la Ecuación 5. 1 y Ecuación 5. 2. El producto obtenido fue acu-
mulado a baja temperatura y analizado por cromatografía de gases usando dodecano 
como estándar en un aparato Varian CP-3800 equipado con una columna capilar (Supra-
wax250, dimensiones 15m х 0.32mm х 0.25µm). El balance molar se verificó en cada 
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5.4.4.5 Reacción de transesterificación del BHMF en reactor continuo de lecho fijo 
La transesterificación del BHMF en presencia de la enzima Novozym 435 en un reactor 
continuo de lecho fijo se realizó en un reactor tubular de acero inoxidable. En un expe-
rimento típico, la lipasa Novozym 435 (0,33 g) se ha diluido en tamiz molecular 4A y se 
introdujo en el reactor (1 mm de diámetro interno, 35 mm de longitud).  
El reactor fue calentado a 35 ºC, utilizando una manta calefactora y un termopar. A con-
tinuación, una disolución de BHMF en 2-MTHF (1,5 % en peso) y hexanoato de vinilo 
(6,5 %) fue introducida en el reactor utilizando una bomba de HPLC (Gilson 305 HPLC 
Pump) a un flujo de 0,2 mL/min. Este flujo corresponde a una velocidad espacial 
(WSHV) de 0,48 h-1 o un tiempo de contacto de 2,1 h, que fue calculado de acuerdo con 
la Ecuación 5. 1 y Ecuación 5. 2. Las muestras fueron recogidas a tiempos regulares y 
analizadas usando cromatogafia de gases utilizando un equipo Varian CP-3800 equipado 
con una columna capilar (Suprawax250, dimensiones 15m х 0.32mm х 0.25µm). Dode-
cano fue usado como patrón externo y el balance molar se verificó en cada prueba y se 
confirmó que era superior al 97 %. 
Los productos fueron caracterizados por RMN 1H, RMN 13C y CG-MS:  
Diacetato de 2,5-bis(hidroximetil) furano: RMN 1H (300 MHz, CD3OD, δ): 6.41 (s, 2H), 
5.03 (s, 4H), 2.05 (s, 6H); RMN 13C (75 MHz, CD3OD) δ 172.25, 151.84, 112.44, 58.98, 
20.64; EIMS (70 eV) m/z (%) 212 [M]+ (2), 153 (33), 110 (100), 43 (38). 
Dibutanoato de 2,5-bis(hidroximetil) furano: RMN 1H (300 MHz, CD3OD, δ): 6.41 (s, 
2H), 5.04 (s, 4H), 2.31 (t, J = 7.3 Hz, 4H), 1.67–1.59 (m, 4H), 0.93 (t, J = 7.4 Hz, 6H); 
RMN 13C (75 MHz, CD3OD) δ 174.73, 151.92, 112.33, 58.79, 36.76, 19.40, 13.81; EIMS 
(70 eV) m/z (%) 268 [M]+ (1), 181 (40), 110 (100), 71 (61). 
Dihexanoato de 2,5-bis(hidroximetil) furano: RMN 1H (300 MHz, CD3OD, δ): 6.41 (s, 
2H), 5.04 (s, 4H), 2.33 (t, J = 7.4 Hz, 4H), 1.63–1.56 (m, 4H), 1.31–1.28 (m, 8H), 0.90 
(t, J = 6.8 Hz, 6H); RMN 13C (75 MHz, CD3OD) δ 174.88, 151.91, 112.37, 58.80, 34.85, 
32.31, 25.69, 23.35, 14.24; EIMS (70 eV) m/z (%) 324 [M]+ (1), 209 (37), 110 (100), 99 
(62). 
Dioctanoato de 2,5-bis(hidroximetil) furano: RMN 1H (300 MHz, CD3OD, δ): 6.41 (s, 
2H), 5.04 (s, 4H), 2.33 (t, J = 7.4 Hz, 4H), 1.63–1.58 (m, 4H), 1.33–1.27 (m, 16H), 0.90 
(t, J = 6.7 Hz, 6H); RMN 13C (75 MHz, CD3OD) δ 174.88, 151.91, 112.36, 58.80, 34.89, 
32.84, 30.05, 26.01, 23.64, 14.40; EIMS (70 eV) m/z (%) 380 [M]+ (1), 127 (55), 110 
(100), 57 (33). 




Figura 5. 19. RMN 1H Diacetato de 2,5-bis(hidroximetil) furano. 
 
RMN 1H(300 MHz, CD3OD)




Figura 5. 20. RMN 13C Diacetato de 2,5-bis(hidroximetil) furano. 
RMN 13C (75 MHz, CD3OD)




Figura 5. 21. RMN 1H Dibutanoato de 2,5-bis(hidroximetil) furano. 
RMN 1H (300 MHz, CD3OD)




Figura 5. 22. RMN 13C Dibutanoato de 2,5-bis(hidroximetil) furano. 
 
RMN 13C (75 MHz, CD3OD)




Figura 5. 23. RMN 1H Dihexanoato de 2,5-bis(hidroximetil) furano. 
RMN 1H (300 MHz, CD3OD)




Figura 5. 24. RMN 13C Dihexanoato de 2,5-bis(hidroximetil) furano. 
 
RMN 13C (75 MHz, CD3OD)




Figura 5. 25. RMN 1H Dioctanoato de 2,5-bis(hidroximetil) furano. 
RMN 1H  (300 MHz, CD3OD)
























































Conforme a los resultados obtenidos en esta Tesis Doctoral se presentan las siguientes 
conclusiones generales: 
i) Se ha llevado a cabo la síntesis de los flavonoides prunina y naringenina 
mediante la hidrólisis enzimática de la naringinasa. Se ha mostrado que es 
posible purificar la naringinasa comercial (NgsaC) de Penicillium decum-
bens mediante un método sencillo que implica una resina y un gradiente 
específico de NaCl, obteniéndose una enzima purificada (NgsaP) con alta 
actividad -L-ramnosidasa que hidroliza selectivamente la naringina a pru-
nina. Se ha llevado a cabo la inmovilización covalente sobre óxido de gra-
feno y la zeolita laminar previamente modificada con grupos aldehído en la 
superficie. El estudio de la actividad enzimática en la hidrólisis del sustrato 
p-nitrofenil-α-L-ramnopiranósido mostró que las enzimas inmovilizadas se 
vieron menos afectados por cambios de temperatura y mostraron mayor afi-
nidad por el sustrato que las enzimas en forma libre. Además, las enzimas 
inmovilizadas mostraron una gran capacidad en la producción de los flavo-
noides naringenina y prunina siendo posible realizar más de diez ciclos con-
secutivos de reacción. Finalmente, se ha llevado a cabo con éxito la reduc-
ción del sabor amargo de un zumo de pomelo utilizando la naringinasa 
comercial inmovilizada covalentemente sobre la zeolita ITQ-2, en un reac-
tor en continuo de lecho fijo que se mantuvo operando 300 h sin pérdida de 
actividad.  
 
ii) Se ha llevado a cabo el desarrollo de una nueva ruta sintética para la desra-
cemización de alcoholes secundarios a través de un proceso redox qui-
mioenzimático en cascada. El proceso implica como primera etapa la oxi-
dación de Oppenauer de un alcohol racémico utilizando la zeolita Zr-Beta 
como catalizador ácido de Lewis y acetona como aceptor de hidruros. Ob-
teniéndose la correspondiente cetona proquiral e isopropanol como subpro-
ducto. En la segunda etapa se produce la reducción de la cetona al alcohol 
enantiomericamente puro utilizando la enzima alcohol deshidrogenasa in-
movilizada electrostáticamente sobre la zeolita laminar ITQ-2 e isopropanol 
como regenerador del cofactor. Ambas etapas se han acoplado en dos reac-
tores continuos de lecho fijo, el primero conteniendo la zeolita Zr-Beta y el 




producido como subproducto entre la primera etapa como agente regenera-
dor del cofactor (NAD+ o NADP+). Ambos reactores se han mantenido 
funcionando durante más de 100 h, obteniéndose los correspondientes al-
coholes con un exceso enantiomerico > 99 %. 
 
iii) Se ha llevado a cabo la síntesis de diésteres del 2,5-bis(hidroximetil)furano 
(BHMF) útiles como agentes plastificantes a partir del 5-hidroximetilfurfu-
ral (HMF) mediante un proceso quimioenzimático en cascada que implica 
como primera etapa la reducción del HMF en BHMF utilizando hidrógeno 
y nanopartículas de metales no nobles, recubiertas con una fina capa de car-
bón como catalizador y como segunda etapa la esterificación enzimática del 
BHMF con compuestos dadores de acilo (ésteres o ácidos carboxílicos) uti-
lizando una lipasa soportada (Novozym 435). Se ha mostrado que la reduc-
ción quimioselectiva de HMF se puede llevar a cabo con éxito utilizando 
un catalizador basado en nanopartículas de Co (Co@C) obteniéndose exce-
lentes rendimientos a BHMF en condiciones suaves de reacción muy seme-
jantes a las que se utilizan cuando se emplean metales nobles.  
 
Mientras que la optimización de la etapa de esterificación del BHMF ha 
conducido a excelentes rendimientos y selectividades de los correspondien-
tes diésteres. Ambas etapas se han acoplado primero en un reactor discon-
tinuo (batch) y posteriormente en dos reactores en continuo de lecho fijo, 
donde el primer reactor contiene el catalizador Co@C y el segundo la lipasa 
inmovilizada y que han funcionado durante 60 h consecutivas sin pérdida 
de actividad. De esta manera se ha demostrado que es posible obtener altos 
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Resumen 
En esta Tesis Doctoral, se han desarrollado varias rutas catalíticas para la obtención de 
productos químicos de alto valor añadido y de interés para la industria alimentaria, far-
macéutica o petroquímica del plástico, bajo los principios de la Química Verde y me-
diante catalizadores heterogéneos químicos y enzimáticos. En concreto, se ha desarro-
llado la hidrólisis enzimática de la naringina (un flavonoide ampliamente presente en los 
residuos cítricos) para la obtención de los flavonoides prunina y naringenina, que pre-
sentan aplicación farmacológica y alimentaria. Para ello, se ha purificado de manera sim-
ple y en un solo paso la naringinasa comercial del hongo Penicillium decumbens y se ha 
obtenido una enzima purificada que permite la obtención selectiva del flavonoide cítrico 
prunina. Ambas enzimas, la comercial y la purificada, se han inmovilizado covalente-
mente sobre un soporte orgánico (óxido de grafeno) y una zeolita bidimensional (ITQ-
2) modificada con grupos aldehído en su superficie. Se han caracterizado los derivados 
enzimáticos obtenidos mostrando una alta estabilidad térmica y una mayor afinidad por 
el sustrato que la enzima libre. Los derivados enzimáticos se han implementado con éxito 
en la hidrólisis de la naringina y se han obtenido altas conversiones y selectividades. 
Además, la naringinasa inmovilizada sobre la zeolita ITQ-2 se ha aplicado al tratamiento 
de zumo de pomelo para reducir su sabor amargo (el cual es debido en parte a la presencia 
de naringina) mediante un proceso en reactor continuo de lecho fijo. Se ha mostrado que 
es posible mantener durante al menos 300 h la actividad catalítica del enzima inmovili-
zado, obteniéndose altas cantidades de azúcares liberados, la consecuente pérdida del 
sabor amargo y, además, aumentando la capacidad antioxidante del zumo de pomelo. 
Se ha desarrollado un proceso quimioenzimático para la obtención de alcoholes quirales 
con aplicación farmacológica, mediante un proceso en continuo y en dos pasos (oxida-
ción-reducción). En un primer paso, se ha llevado a cabo la oxidación de Oppenauer del 
alcohol racémico utilizando la zeolita Zr-Beta y, como aceptor de hidruros, acetona, ob-
teniéndose la correspondiente cetona proquiral e isopropanol como subproducto. En un 
segundo paso, se ha realizado la reducción enantioselectiva de la cetona proquiral utili-
zando la enzima alcohol deshidrogenasa (ADH) inmovilizada electrostáticamente sobre 
la zeolita ITQ-2 y el isopropanol producido en el primer paso como regenerador del co-
factor enzimático, obteniéndose altos rendimientos y enantioselectividades a los alcoho-
les quirales (R o S). Se ha mostrado que ambos sistemas catalíticos son altamente activos, 
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selectivos y estables, siendo posible mantener durante al menos 100 h rendimientos ma-
yores del 90 % en reactores continuos de lecho fijo por separado. Finalmente, se han 
combinado ambas etapas en continuo que se han mantenido operativas durante al menos 
40 h obteniéndose rendimientos al alcohol quiral mayores del 90 %. 
Se ha desarrollado un proceso quimioenzimático en continuo y en dos etapas para la 
obtención de diésteres del 2,5-bis(hidroximetil)furano (BHMF) a partir del 5-hidroxime-
tilfurfural (HMF), útiles como plastificantes en la industria de polímeros. La primera 
etapa consiste en la reducción quimioselectiva del HMF utilizando un catalizador basado 
en nanopartículas de cobalto recubiertas de carbono, obteniéndose altos rendimientos y 
selectividades al BHMF. En un segundo paso, se ha esterificado/transesterificado el 
BHMF, utilizando la enzima lipasa inmovilizada (Novozym 435). Se ha llevado a cabo 
la optimización de ambas etapas por separado (temperatura, presión de hidrógeno, disol-
vente, compuesto dador de grupos acilo, etc.) en reactores discontinuos y continuos de 
lecho fijo. Se ha mostrado que el disolvente óptimo del primer paso es el metanol, con 
el que se han obtenido altos rendimientos y selectividades a BHMF, aproximadamente 
90 %. Además, se ha mostrado que el disolvente utilizado y el compuesto dador de gru-
pos acilo influyen en la desactivación enzimática. La optimización del disolvente y el 
compuesto dador de acilo han permitido obtener rendimientos de aproximadamente el 
90 % de diésteres en el proceso quimioenzimático global, manteniéndose la actividad y 





















En aquesta Tesi Doctoral s'han desenvolupat diverses rutes catalítiques per a l’ obten-
ció de productes químics d’ alt valor afegit i d`interés per a la indústria alimentària, far-
macéutica i petroquímica del plàstic, baix els principis de la Química Verda i mitja-
nçant catalitzadors heterogenis químics i enzimàtics. En concret, s'ha desenvolupat la 
hidròlisi enzimàtica de la naringina (un flavonoide àmpliament present en els residus cí-
trics) per a l'obtenció dels flavonoides prunina i naringenina, que presenten aplicació far-
macològica o alimentària. Per tant, s'ha purificat de manera simple i només en un pas 
la naringinasa comercial del fong Penicillium decumbens i s'ha obtingut un enzim puri-
ficat que permet l'obtenció selectiva del flavonoide cítric prunina. Aquestes enzims, 
el comercial i el purificat, s'han immobilitzat covalentment sobre un suport orgànic (òxid 
de grafé) i una zeolita bidimensional (ITQ-2) modificada amb grups aldehid en la seva 
superfície. S'han caracteritzat els derivats enzimàtics obtinguts mostrant una alta estabi-
litat tèrmica i una major afinitat pel substrat que l'enzim lliure. Els derivats enzimàtics 
s'han implementat amb èxit en la hidrólisis de la naringina i s'han obtingut altes conver-
sions i selectivitats. A més, la naringinasa immobilitzada sobre la zeolita ITQ-2 s'ha apli-
cat al tractament de suc d'aranja per a reduir el seu sabor amarg (en part degut a la presèn-
cia de naringina) mitjançant un procés en reactor continu de llit fix. S'ha mostrat que es 
pot mantenir durant almenys 300 h l'activitat catalítica de l'enzim immobilizat, obtenint-
se altes quantitats de sucres alliberats, la conseqüent pèrdua del sabor amarg i, a més, 
augmentant la capacitat antioxidant del suc d'aranja.  
S'ha desenvolupat un procés quimioenzimàtic per a l'obtenció d'alcohols quirals amb 
aplicació farmacològica, mitjançant un procés en continu i en dos passos (oxidació-re-
ducció). En un primer pas, s'ha dut a terme l'oxidació de Oppenauer de l'alcohol racèmic 
utilitzant la zeolita Zr-Beta i, acetona com a acceptor d'hidrurs, obtenint-se la correspo-
nent cetona proquiral i isopropanol com subproducte. En un segon pas, s'ha realitzat la 
reducció enantioselectiva de la cetona proquiral utilitzant l'enzim alcohol deshidroge-
nasa (ADH) immobilitzada electrostàticament sobre la zeolita ITQ-2 i el isopropa-
nol produït en el primer pas com a regenerador del cofactor enzimàtic, obtenint-se alts 
rendiments i enantioselectivitats als alcohols quirals (R o S). S'ha mostrat que tots dos 
sistemes catalítics són altament actius, selectius i estables, així, es possible mantenir du-
rant almenys 100 h rendiments majors del 90 % en reactors continus de llit fix per sepa-
rat. Finalment, s'han combinat totes dues etapes en continu que s'han mantingut operati-
ves durant almenys 40 h, obtenint-se rendiments a l'alcohol quiral majors del 90 %. 
S'ha desenvolupat un procés quimioenzimàtic en continu i en dues etapes per a l'obtenció 
de diésters del 2,5-bis(hidroximetil)furà (BHMF) a partir del 5-hidroximetilfurfu-
ral (HMF), útils com a plastificants en la indústria de polímers. La primera etapa consis-
teix en la reducció quimioselectiva del HMF utilitzant un catalitzador basat en nanopar-
tícules de cobalt recobertes de carboni, obtenint-se alts rendiments i selectivitats 
al BHMF. En la segona etapa, s'ha esterificat/transesterificat el BHMF, utilitzant l'enzim 
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lipasa immobilitzada (Novozym 435). S'ha dut a terme l'optimització de totes dues etapes 
per separat (temperatura, pressió d'hidrogen, dissolvent, compost dador de grups acil, 
etc.) en reactors discontinus i continus de llit fix. S'ha mostrat que el dissolvent òptim 
del primer pas és el metanol, amb el qual s'han obtingut alts rendiments i selectivi-
tats a BHMF aproximadament 90 %. A més, s'ha mostrat que el dissolvent utilizat i el 
compost dador de grups acil influeixen en la desactivació enzimàtica. La optimització 
del disolvent i el compost dador de grups acil han permet obtindre rendiments d'aproxi-
madament el 90 % de dièsters en el procés quimioenzimàtic global, mantenint-se l'acti-




























In this Doctoral Thesis, several catalytic routes have been developed with the aim of 
obtaining chemical products of high added value and of interest to the food, pharmaceu-
tical and plastic petrochemical industries, under the principles of Green Chemistry and 
through heterogeneous catalysts both chemical and enzymatic. Specifically, enzymatic 
hydrolysis of naringin (a flavonoid which is widely present in citric wastes) has been 
developed to obtain prunin and naringenin flavonoids, which have food and pharmaceu-
tical applications. For this purpose, the commercial naringinase from the fungus Penicil-
lium decumbens has been purified in a simple way in one step, and it has been obtained 
a purified enzyme which allows obtaining selectively the citric flavonoid prunin. Both 
enzymes, the commercial and the purified one, have been covalently immobilized over 
an organic support (graphene oxide) and over a bidimensional zeolite (ITQ-2) modified 
with aldehyde groups on its surface. The enzymatic derivatives have been characterized, 
and it has been shown that they have high thermal stability and more affinity for the 
substrate than the free enzyme. The enzymatic derivatives have been used successfully 
in the hydrolysis of naringenin, showing high conversions and selectivities. Additionally, 
the immobilized naringinase over the ITQ-2 zeolite has been used to treat the grapefruit 
juice to reduce the bitter taste (which is in part due to the presence of naringin) through 
a process in a fixed bed continuous reactor. It has been shown that is possible to maintain 
the catalytic activity through 300 hours, obtaining high quantities of released sugars, the 
lose of the bitter taste and, what is more, increasing the antioxidant capacity of the grape-
fruit juice. 
A chemoenzymatic process has been developed with the aim of obtaining chiral alcohols 
with pharmaceutical applications, through a continuous process in two steps (oxidation-
reduction). The first step is the Oppenauer oxidation of a racemic alcohol using Zr-Beta 
zeolite and acetone as hydride acceptor, and as a result, the corresponding prochiral ke-
tone and isopropanol as by-product are obtained. The second step is the enantioselective 
reduction of the prochiral ketone using the alcohol dehydrogenase enzyme (ADH) elec-
trostatically immobilized on the ITQ-2 zeolite and the isopropanol produced in the first 
step, which regenerates the cofactor; this process presents both a high yield and enanti-
oselectivities to the chiral alcohols (R or S). It has been shown that both catalytic systems 
are highly actives, selectives and stables: with both of them it is possible to keep a yield 
higher than 90 % during at least 100 h in continuous reactors with fixed bed. Finally, 
both steps have been combined in continuous, and this reaction has been kept during at 
least 40 h with a yield to the chiral alcohol higher than 90 %. 
A chemoenzymatic process in a continuous fixed bed reactor has been developed in two 
steps to obtain diesters of 2,5-bis(hydroxymethyl)furan (BHMF) from 5-hydroxymethyl-
furfural (HMF), which are useful as plasticizers in the polymer industry. The first step 
consists of the chemoselective reduction of the HMF using a catalyst based on cobalt 
nanoparticles covered by carbon, which allow obtaining high yield and selectivities to 
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BHMF. In the second step, the BHMF has been esterified/transesterified using the im-
mobilized enzyme (Novozym 435). Both steps have been optimized separately (temper-
ature, hydrogen pressure, solvent, acyl donor compound, etc.) in discontinuos and con-
tinuous reactors. The optimum solvent for the first step is methanol, which allow 
obtaining high yield and selectivity to BHMF, approximate 90 %. Moreover, it has been 
shown that the solvent and the acyl donor compound have strong influence on the enzy-
matic deactivation. The optimization of the solvent and acyl donor allowed to obtain 
yields of diesters of around 90 % in the global chemoenzymatic process, while the ac-
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